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Frecuencia de huevos de nematodos gastrointestinales en heces de perros en el
parque central Simón Bolívar de Bogotá.

RESUMEN
La presencia de huevos de nematodos de tipo áscaris y anquilostomas en heces caninas
abandonadas en los suelos de parques públicos, areneros y áreas de juegos infantiles
favorece el riesgo de contagio con zoonosis parasitarias conocidas como Larva migrans
visceral y Larva migrans cutánea respectivamente; situación epidemiológica que en
Colombia es desatendida o subdiagnosticada y no está sujeta a notificación obligatoria. El
presente estudio se realizó con el objetivo de determinar la frecuencia de ocurrencia de
huevos de nematodos gastrointestinales de perros en materia fecal diseminada en las
instalaciones del Parque Central Simón Bolívar de Bogotá. A partir de un estudio
descriptivo de corte transversal, se analizaron 150 muestras de materia fecal canina de
acuerdo a un modelo de detección de enfermedad, con una prevalencia mínima esperada
del 10%. Así, en cada una de las 5 zonas que delimitaron el parque, se recolectaron 30
muestras a conveniencia, las cuales fueron procesadas bajo un método de flotación
cualitativa en una solución saturada de cloruro de sodio y diagnosticadas por microscopia de
luz de acuerdo a las características morfológicas de las especies de nematodos. La
frecuencia de hallazgo de huevos fue de 14% (21/150). Se identificaron huevos de tres
especies de nematodos: Anquilostomidos (10,67%), Toxocara canis (2,67%) y Toxascaris
leonina (0,67%). No se hallaron muestras contaminadas con Trichuris vulpis. No se
encontraron diferencias estadísticamente significativas (P< 0,05) para la prueba de Chi
cuadrado entre las variables: Porcentajes de positividad de huevos de nematodos, zonas
de estudio, consistencia de la materia fecal y tipo de superficie. Los resultados de este
estudio aportan información acerca del potencial riesgo que tienen las personas y las
mascotas visitantes al parque de entrar en contacto con huevos de nematodos
gastrointestinales del perro; conocimiento, que fue utilizado para diseñar un folleto que
describe la problemática, expone los resultados obtenidos e informa acerca del control y
prevención de las enfermedades zoonóticas parasitarias transmisibles por contaminación
con materia fecal canina. Estas temáticas de interés están dirigidas principalmente a los
visitantes del parque (propietarios de mascotas y padres de familia) e integralmente a
entidades competentes en salud pública y profesionales en medicina veterinaria de
pequeñas especies en la ciudad de Bogotá.

Palabras clave: Nematodos, huevos, perros, enfermedades zoonóticas, salud pública.
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Frequency of eggs of gastrointestinal nematodes found in dog’s feces in the Simon
Bolivar central park of Bogotá

ABSTRACT
The presence of nematode eggs of roundworms and hookworms in dog feces abandoned
in the soil of public parks, sandboxes and playgrounds favors the risk of infection with
parasitic zoonoses known as Visceral larva migrans and Cutaneous larva migrans
respectively; the epidemiological situation in Colombia is neglected or underdiagnosed and
is not subject to mandatory reporting. The present study was conducted to determine the
frequency of occurrence of gastrointestinal nematode eggs in dog feces scattered on the
premises of Central Park Simon Bolivar in Bogota. From a cross-sectional descriptive
study 150 canine fecal samples were collected according to a model of disease detection,
with a minimum prevalence expected of 10%. Thus, in each of the five zones delimited in
the park 30 samples were collected by convenience, which were processed under a
qualitative flotation method in saturated sodium chloride solution and diagnosed by light
microscopy according to the morphological characteristics of the nematode species. The
frequency of finding eggs was 14% (21/150). Distributed in Hookworms (10.67%),
Toxocara canis (2.67%) and Toxascaris leonina (0.67%). Trichuris vulpis contaminated
samples were not found. No statistically significant differences (P <0.05) for the chi-square
test were found between variables Percentage positivity of nematode eggs, areas of study,
stool consistency and surface type. The results of this study provide information about the
potential risk that the visitors and pets have to get in contact with eggs of gastrointestinal
nematodes of the dog in the park; knowledge was used to design a brochure that
describes the problem, discusses the results and reports the control and prevention of
zoonotic parasitic diseases transmissible by canine fecal contamination. These topics of
interest are primarily aimed at visitors to the park (pet owners and parents) and fully
competent professionals in veterinary medicine small animal in Bogotá and public health
entities.

Keywords: Nematodes, eggs, dogs, zoonotic diseases, Public Health.
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INTRODUCCIÓN
Las grandes ciudades como Bogotá reciben altas tasas de desplazamiento de
poblaciones humanas y con ellas la migración de nuevos individuos de la subespecie
Canis lupus familiaris (Perro doméstico); así, favoreciendo la transmisión y prevalencia de
focos endémicos de zoonosis, ocasionando serios problemas a la salud pública (Vega,
Espinosa & Castillo, 2005; Martínez & Cediel, 2010). Por esta razón, tiene importancia
epidemiológica, que algunos nematodos gastrointestinales del perro tales como: Toxocara
canis, Toxascaris leonina, Ancylostoma caninum, Ancylostoma braziliense, Uncinaria
stenocephala, Trichuris vulpis y Strongyloides stercoralis; además de comprometer la
salud de los caninos son patógenos también para el hombre (Hayward, 2004).
Según Poglayen & Marchesi (citado por Rubel & Wisnivesky, 2010), el nivel de
fecalización canina es un indicador de la intensidad de transmisión de varias helmintiasis
a la población humana como toxocariosis, anquilostomiosis, estrongiloidiosis y tricuriosis
(Rodríguez, Olivares & Cortés, 2014), dado que junto con su prevalencia en la población
canina determina la cantidad y la distribución de huevos infectivos en el suelo. En el
último censo, la Secretaria de Salud de Bogotá en 2011, estimó que la población canina
era de 610.180 animales, de los cuales cerca de 65.000 eran callejeros (Urquijo, Estepa,
Gómez, Alaguna & Márquez, 2011). Así mismo, se asume que cada perro expulsa
alrededor de 100 gramos de heces diarios; por tanto, el nivel de producción diario de
heces rondaría las 61 toneladas, de las cuales un porcentaje no despreciable se deposita
en los espacios públicos (Tarsitano et al., 2010); como areneros, áreas de juegos
infantiles y parques, siendo la contaminación fecal canina la principal fuente de huevos de
estos parásitos (Andresiuk, Rodríguez, Denegri, Sardella & Hollmann, 2004).
Existen publicaciones en distintos lugares de Colombia que reportan porcentajes de
positividad de huevos de nematodos en heces de caninos, en Bogotá (Agudelo et al.,
1990; Cabrera, Ordoñez, Cortés, Rodríguez & Villamil, 2003; Chaves, 2012; Solarte,
Castañeda & Pulido, 2013; Lizarazo, 2013), Cauca (Vásquez et al., 2004), Huila (Abril &
Penagos, 2004), Quindío (Giraldo, García & Castaño, 2005), Boyacá (Sarmiento, Andrade
& Giraldo, 2009) y Antioquia (Caraballo, Jaramillo & Loaiza, 2007; Posada, 2013); donde
se ha reportado frecuencias de ocurrencia para T. canis que oscilan entre 2,5% hasta
52,6% y para Ancylostoma spp. Entre 4% hasta 86%. Otros estudios revelan porcentajes
de contaminación con huevos de nematodos en muestras de suelo de parques públicos
de la localidad de Suba en Bogotá (Polo, 2006), Bucaramanga (Farfán, Quintero, Tapias &
Tovar, 2011) y en Barranquilla (Chinchia, 2012); con proporciones de positividad que
oscilan entre 5,4% y 62,96% para Toxocara spp., 0,6% y 37,3% para Toxascaris spp. Y
hasta del 10,7% para Ancylostoma spp.
Según Traversa et al. (2014) las helmintiasis transmisibles por el suelo al hombre afectan
a más de dos billones de personas en el mundo; entre los eventos más comunes se
mencionan los síndromes de Larva migrans visceral y Larva migrans cutánea,
ocasionados por nematodos como T. canis y géneros de anquilostomidos
respectivamente (Estepa, 2011). Las posibilidades que tiene el hombre de adquirir estas
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enfermedades se relaciona con factores como la abundancia de las formas infectantes en
el medio, las condiciones climáticas, las poblaciones de perros vagabundos y
semivagabundos escasamente controladas y la conducta de las personas que hacen
posible la exposición a las fuentes infectivas. De esta manera, existe una mayor
probabilidad de contagio en los niños, dado que frecuentan sitios públicos como parques
infantiles y cajas de arena, donde tienen contacto con el suelo y asumen hábitos de
geofagia (Andresiuk et al., 2004). Generalmente, la infección no es transmitida
directamente por el perro, sino por los huevos eliminados en las heces, que requieren
aproximadamente 3 semanas en el suelo para desarrollar las formas infectantes (Akuthota
& Weller, 2012).
Actualmente en Colombia, las zoonosis parasitarias gastrointestinales caninas son
desatendidas o subdiagnosticadas, desconociendo así, su importancia dentro de la salud
pública y cómo emergencia epidemiológica notable, por lo tanto no están sujetas a
notificación obligatoria (Polo, Cortes, Villamil & Prieto, 2007); debido a esto, hay limitación
en la información en el país con respecto a la dinámica de población en caninos que
circulan la carga parasitaria, la cantidad de agentes etiológicos (heces contaminadas con
huevos y larvas) y reportes de caso de Larva migrans visceral y Larva migrans cutánea en
niños y adultos (Giraldo et al., 2005). A pesar de que se han realizado estudios aislados
en Colombia, la situación epidemiológica de toxocariosis visceral se desconoce (Flórez &
Correa, 2002); pero se sabe que la población en general está expuesta a la infección ya
que presentan seroreactividad a anticuerpos contra T. canis en ciudades como Bogotá
(Rodríguez, Silva & Corredor, 1986; Agudelo et al.,1990; Acero, Muñoz, Flórez & Nicholls,
2001) y Santa Marta (Mendoza, Lozano & Belén, 2010) con seroprevalencias que oscilan
entre el 7,3% y 42,1% en niños entre 2 a 16 años de edad, conjuntamente se anexaron
datos de la porcentajes de positividad para huevos del mismo parásito en cachorros que
oscilan entre 14% y 66,7%. Los escasos reportes sobre toxocariosis ocular en el país
revelan una prevalencia entre 3,6% y 8,3%, como causas frecuentes de hemorragia vítrea
(Amaya, Novoa, Hernández, Quiroz & Rodríguez, 2007) y uveítis exógena activa (Abdala,
Polifroni & Navarro, 2006); y, aunque es muy infrecuente, Quintero & Gutiérrez (2013)
reportaron un caso de una meningoencefalitis mortal por neurotoxocariosis en un mujer de
bajos recursos de 46 años en Bogotá. Por otro lado, Rodríguez (1996) registró un caso
de Larva migrans cutánea en Bogotá en un hombre procedente de Coveñas, Sucre; Y
casos aislados de autoinfección en estrongiloidiosis humana se han reportado desde 1957
(Arango, 1998). Finalmente, no se encontró reporte alguno de tricuriosis zoonótica en el
país.
Debido a los antecedentes anteriormente presentados, se sugirió realizar un estudio para
conocer la situación actual de la contaminación con huevos de nematodos gastrointestinales
en las heces diseminadas de perros en las instalaciones del parque Central Simón
Bolívar de Bogotá; mediante una técnica de flotación cualitativa en una solución saturada de
cloruro de sodio, con el objetivo de establecer las zonas dentro del parque con mayor
ocurrencia de huevos de nematodos y en base a estos resultados, diseñar material didáctico
de comunicación para las personas visitantes al parque.

OBJETIVOS

Objetivo General:
Determinar la frecuencia de ocurrencia de huevos de nematodos gastrointestinales en las
heces de perros presentes en el parque Central Simón Bolívar de Bogotá.
Objetivos Específicos:
 Identificar mediante una técnica de flotación cualitativa en una solución saturada de
cloruro de sodio, huevos de nematodos gastrointestinales en heces de perros.
 Establecer las zonas del parque con mayor frecuencia de ocurrencia de nematodos
gastrointestinales en materia fecal canina.
 Diseñar material didáctico para informar a los visitantes del parque, acerca de la
importancia de la presencia de huevos de nematodos gastrointestinales en materia
fecal canina como agentes etiológicos de potenciales zoonosis parasitarias.
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MARCO TEÓRICO
El perro y los nematodos gastrointestinales zoonóticos
El perro (Canis lupus familiaris) es probablemente, la primera subespecie en ser
domesticada por el hombre, descendiente del lobo gris (Canis lupus); el cual a coexistido
junto al hombre en los mismos hábitats desde el periodo paleolítico superior y ha
mantenido relaciones de beneficio como compañero de trabajo e incluso de amistad;
creándose así, un vínculo muy poderoso entre estas dos especies (Valadez & Mendoza,
2005; Camps, 2013).
En la actualidad, la expansión territorial de la humanidad ha creado nuevos
asentamientos, urbanizaciones, conjuntos habitacionales, y con ellos, el incremento en la
tenencia de perros como mascotas (Armstrong, Oberg & Orellana, 2011); considerándolos
cada vez más como un miembro de la familia, debido a que desempeñan un rol muy
importante en el desarrollo psicológico y físico del ser humano, especialmente en los
niños (Awoke, Bogale & Chanie, 2011).
El perro actúa como hospedero definitivo de una gran variedad de parásitos intestinales
que, eventualmente se pueden transmitir a los seres humanos y representan una
importante amenaza para la salud pública (Fernández & Cantó, 2002). T. canis y
anquilostomidos, son los principales nemátodos gastrointestinales diagnosticados en
cachorros, debido a su eficiente mecanismo de transmisión a través de la placenta y la
leche materna (Kim et al., 2013). Obsérvese en la Tabla 1 las principales enfermedades
zoonóticas asociadas a la infección con nematodos del perro.
Tabla 1. Principales enfermedades zoonóticas asociadas a la infección con nematodos del
perro.
Nematodo

Enfermedad

Modo de infección

Toxocara canis

Larva Migrans Visceral
(LMV)

Ingestión de huevo
embrionado

Toxascara leonina

Toxascariosis (LMV)

Ingestión huevos larvados

Anquilostomidos

Larva Migrans Cutánea

Contacto con larvas

Strongyloides
stercolaris

Estrongiloidiosis

Ingestión de larvas

Larva Migrans Currens

Contacto con larvas

Tomado de: Foreyt (2001).
La posibilidad de que en el hombre aumente el riesgo de exposición a la fuentes infectivas
de estos nematodos y la coexistencia de dichas enfermedades parasitarias zoonóticas
se da en el contacto físico con los desechos biológicos caninos y con el medio ambiente

que los rodea (Traud, Robertson, Irwin, Mencke & Thompson, 2005); situación que se da
más comúnmente cuando existe deficiencia de higiene personal y de las mascotas, de las
condiciones de saneamiento ambiental o la presencia de caninos que no mantienen
programas sanitarios actualizados (Javitt, 2008).
Las plazas, parques públicos y aceras son áreas que permiten a los habitantes de las
ciudades tener contacto directo con el suelo, donde hay heces abandonadas de perros
vagabundos o de perros, cuyos propietarios tienen el hábito de pasearlos para que
defequen en estos lugares (Iannacone, Alvariño & Cárdenas, 2012); así, patógenos
viables en heces caninas secas y/o pulverizadas se pueden propagar por el viento, el
tráfico de vehículos, y pueden ser una fuente de infección a través de los alimentos sin
envolver o ser trasportados a las casas a través de los zapatos contaminados de las
personas (Overgaauw et al., 2009).
Los nematodos, Nematelmintos o gusanos redondos son vermes invertebrados de vida
libre o parásitos, con cuerpo cilíndrico cubierto por una cutícula lisa, blanquecina o
amarillenta, poseen seudoceloma, aparato digestivo, locomotor, nervioso, excretor y
reproductivo (Barriga, 2002). Desde el punto de vista clínico, los nematodos más
frecuentes capaces de parasitar al perro son, los áscaris, orden Ascaridiida, familia
Ascaridiidae, especie Toxocara canis y Toxascaris leonina (Archelli & Kozubsky, 2008);
los anquilostomidos, orden Strongylida, familia Ancylostomatidae, subfamilia
Ancylostominae y sus géneros Ancylostoma caninum, Ancylostoma braziliense y
Uncinaria stenocephala (Bowman, 2014); los estrongílidos, orden Rhabditida, familia
Strongyloididdae, especie Strongyloides stercoralis y, los trichúridos, orden Trichurida,
familia Trichuridae, especie Trichuris vulpis (Vignau, Venturini, Romero, Eiras & Basso
2005). Obsérvese en la Tabla 2 la clasificación taxonómica detallada de las especies de
nematodos más frecuentes y de importancia zoonótica de los caninos.
Tabla 2. Clasificación taxonómica de las especies de nematodos más frecuentes y de
importancia zoonótica de los caninos.
Nematodos

Toxocara
canis

Toxascaris
leonina

Anquilostomidos

Trichuris
vulpis

Strongyloides
stercolaris

Reino
Filo

Animalia
Nemátoda

Animalia
Nemátoda

Animalia
Nemátoda

Animalia
Nemátoda

Secernentea

Adenophorea

Orden

Ascaridida

Ascaridida

Strongylida

Enoplida

Familia

Ascarididae

Ascarididae

Trichuridae

Genero

Toxocara

Toxascaris

Trichuris

Strongyloides

Especie

canis

leonina

Ancylostomatidae
Ancylostoma o
Uncinaria
A. caninum
A. braziliense
U. stenocephala

Animalia
Nemátoda
Secernétidos o
fasmidos
Rabdidados o
Rhabditoides
Strongyloididae

Vulpis

stercoralis

Clase

Secernentea Secernentea

Adaptado de: Bowman (2014).
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Toxocara canis
Los nematodos de T. canis, poseen tres labios, cuerpo blanquecino y grande, cuya
cutícula presenta estriaciones transversales y alas cervicales con forma de punta de
lanza. Los machos adultos miden de 4-10 cm x 2-3 mm de diámetro y las hembras miden
de 5-18 cm (Díez, Díez & Morrondo, 2001). Obsérvese en la Figura 1 las características
morfológicas de T. canis a través de microscopia electrónica de barrido.

Figura 1. Características morfológicas del parásito adulto de Toxocara canis; a: Extremo
cervical, se aprecian aletas cervicales; b: Cavidad bucal, se observan los 3 labios
prominentes; c: Extremo Cervical, se observa con mejor detalle ampliación de la cutícula
para formar las aletas y los tres labios; d: Cutícula anillada; e: Hembra, extremo caudal; f:
Macho, extremo caudal.
Tomado de: Nieves et al. (2012).
Se describen clásicamente dos ciclos biológicos del nematodo: el natural (hospedero
definitivo) y el accidental (hospederos paraténicos). Obsérvese la dinámica de estos dos
ciclos biológicos en la Figura 2.
El ciclo biológico natural de T. canis se inicia cuando las hembras que tienen un alto
potencial biótico, oviponen hasta 200.000 huevos/día en el lumen del intestino delgado del
perro para ser posteriormente excretados en las heces al exterior (Breña et al., 2011). Los
huevos son esféricos, de 75-90 µm y poseen una cubierta gruesa y rugosa con varias
capas concéntricas, de color marrón, no segmentado y su contenido ocupa prácticamente
todo el espacio interior (Vignau et al., 2005). Obsérvese la morfología de los huevos de T.
canis y sus diferentes estados en la Figura 3.

Figura 2. Ciclo biológico de Toxocara canis.
Tomado de: Elanco (2014).
Los suelos húmedos, sombríos y frescos, suelen ser el reservorio natural del huevo donde
pueden mantenerse viables durante años; a una temperatura que oscila entre 19- 24°c y
una humedad relativa de 90%, formando en su interior una larva infectante con un
segundo estadio juvenil, (L2) o, según otros autores, un tercer estadio juvenil (L3) en 10 a
15 días aproximadamente (Archelli & Kozubsky, 2008).

Figura 3. Morfología del huevo de Toxocara canis; UE: Huevo embrionado; L: Huevo
larvado.
Tomado de: Morgan (2013).
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Para la continuación del ciclo biológico es necesario que un segundo hospedero definitivo
(perro o gato) ingiera la forma infectante o, alternativamente, mediante la transferencia de
las larvas detenidas en los tejidos de un huésped paraténico (Lim, 2010). Dichas larvas se
liberan en el duodeno del nuevo hospedero, atraviesan la pared intestinal y entran en la
circulación para llegar al hígado y luego a los pulmones (Huapaya, Espinoza, Roldán &
Jiménez, 2009).
Según la edad del perro infectado, las larvas pueden seguir dos vías diferentes. Si el
cachorro es menor de 4 o 5 semanas de edad, las larvas rompen los capilares y penetran
los alvéolos pulmonares, reptan por los bronquiolos, bronquios y tráquea hasta la faringe,
donde son deglutidos; para dar origen a los parásitos adultos en el intestino delgado; así,
los primeros huevos empiezan a aparecer en las deposiciones entre 4 a 5 semanas
después de la infección. Por tanto, el cachorro será un importante diseminador de huevos
hacia el medio ambiente. Si el perro es mayor de 5 semanas, las larvas ingeridas se
mantienen en hipobiosis en diversos tejidos sistémicos como el parénquima hepático,
tejido muscular, riñones, etc., sin alcanzar las vías aéreas ni el intestino; así, volviéndose
muy resistentes a los antihelmínticos (Breña et al., 2011).
Durante la preñez de la perra, el estímulo hormonal induce la reactivación de las larvas
hipobióticas en el último tercio, y reasumen su migración; produciendo una infección
transplacentaría; la cual es sumamente importante para la transmisión del parásito,
porque casi todos los cachorros de madres infectadas nacen infectados (Okulewicz,
Perec-matysiak, Buńkowska & Hildebrand, 2012). Es por esto que algunos cachorros
pueden contener estadios juveniles desde el nacimiento; los cuales alcanzan su madurez
sexual hacia el día 21 del parto. Finalmente, algunas de las larvas de la corriente
sanguínea de la perra pasan a los cachorros con la leche hasta cinco semanas después
del parto (Traversa, 2012).
En los cachorros de perro, las infecciones fuertes con larvas y formas adultas de
nematodos de T. canis tienen un impacto clínico de gran importancia con respecto a los
perros adultos, que son más tolerantes. Se reportan signos respiratorios en cachorros con
un gran número de larvas que llevan una migración hepato-traqueal. La abundancia de
parásitos adultos y de gran tamaño produce mala absorción de los alimentos, que
conlleva al retraso en el crecimiento de los cachorros, se ven caquéxicos y con distensión
abdominal severa “panzón”, hipomotilidad y en casos más graves, pueden producir una
disfunción gastrointestinal aguda, como torsión o intususcepción (Fisher & McGarry,
2007). Obsérvese los signos y hallazgos clínicos de toxocariosis en el perro en la Figura
4.

Figura 4. Signos y hallazgos clínicos de toxocariosis en el perro; a: Abdomen distendido
de cachorro joven con una alta carga de Toxocara canis; b: Intestino delgado gravemente
infectado con formas adultas de Toxocara canis.
Obtenido de: Fisher & McGarry (2007).
Diferentes autores alrededor del mundo han documentado estudios de prevalencia de T.
canis en perros a través de exámenes coproparasitoscópicos, obteniendo frecuencias de
positividad muy variables. En Canadá (Seah, Hucal & Law, 1975; Blagburn, Schenker,
Gagné & Drake, 2008) y en Estados Unidos (Surgan, Colgan, Kennett & Paffmann, 1980;
Little et al., 2009) se han reportado prevalencias que oscilan entre 2,2% hasta 43,5%. En
países europeos, como Italia (Rinaldi et al., 2006), Alemania (Barutzki & Schaper, 2011),
Rumania (Amfim, Pârvu, Băcescu & Simion, 2011), Turquía (Aydenizoz, 2006), Países
Bajos (Overgaauw et al., 2009), España (Martínez et al., 2007), Bélgica (Vanparijs,
Hermans & Van der Flaes, 1991) y Polonia (Borecka, 2005) se encontraron huevos de T.
canis hasta en el 17,72% de las muestras de heces caninas. En el medio oriente (Bidaki
et al., 2010; Othman, 2011) y países asiáticos (Kim & Huh, 2005; Ho et al., 2006; Kimura
et al., 2013; Traub et al., 2014) han confirmado la presencia de este parasito hasta en el
36,4% de las muestras de materia fecal e intestinos caninos. En Etiopía, África el 53% de
la población canina callejera presentó también evidencias de una carga parasitaria de T.
canis (Awoke et al., 2011; Abere, Bogale & Melaku, 2013).
En Latinoamérica, investigadores de países como México, Perú y Colombia han reportado
las mayores tasas de prevalencia de huevos de T. canis en perros. En México, se han
observado dichos huevos hasta en el 67,5% de las muestras de estudio (Rodríguez, Cob
& Domínguez, 2001a; Salazar, 2005; Martínez, Gutiérrez, Alpizar & Pimienta, 2008;
Romero, García, Mendoza, Torres & Ramírez, 2009; Romero, Mendoza, Bustamante,
Crosby & Ramírez, 2011); mientras en Perú, se han obtenido resultados que oscilan entre
14% hasta 80,3% (Trillo, Carrasco & Cabrera, 2003; Huapaya et al., 2009; Young-Candia
et al., 2010; Noé et al., 2011; Breña et al., 2011); y en Colombia, varios autores han
reportado tasas entre 2,5% a 52,6% de positividad a T. canis en muestras fecales de
caninos de diferentes lugares del país (Agudelo et al., 1990; Vásquez et al., 2004; Abril &
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Penagos, 2004; Giraldo et al., 2005; Caraballo et al., 2007; Sarmiento et al., 2009;
Chaves, 2012; Solarte et al., 2013; Posada, 2013; Lizarazo, 2013).
En Brasil, la prevalencia de dicho parásito se ha hallado en el 1,2% hasta el 39% de la
población canina de estudio (Ribeiro et al., 1999; Orduna, Martín & Anzaudo, 1999; Scaini
et al., 2003; De Castro, Santos & Alves, 2005; Labruna et al., 2006; Lorenzini, Tasca & De
Carli, 2007; Katagiri & Oliveira- Sequeira, 2008; Chieffi, Santos, Queiroz & Lescano, 2009;
Coronato et al., 2012; Marinelli et al., 2012); en Argentina, los porcentajes de positividad
se han dado hasta en el 20,9% de las muestras fecales (Taranto et al., 2000; Zunino et
al., 2000; Marder et al., 2002, Sánchez et al., 2003; Andresiuk et al., 2004; Milano &
Oscherov, 2005; Rubel & Wisnivesky, 2010); en Bolivia, en promedio el 35% de las
muestras presentaban huevos de T. canis en Santa Cruz de la Sierra (Loza, Gonzales &
Marin, 2006) y La Paz (Llanos, Condori, Ibañez & Llanos, 2010); en Ciudad de La Vela,
Venezuela, Tortolero, Cazorla, Morales & Acosta (2007) obtuvieron hasta 31,77% de
positividad en la población canina de estudio. Estudios aislados han encontrado tasas de
detección en promedio de 13% para T. canis en países como Cuba (Hernández, Ángel &
Pelayo, 2007), Chile (Mercado, Ueta, Castillo, Muñoz & Scheneone, 2004; López, Abraca,
Paredes e Inzunza, 2006a; Gorman, Soto & Alcaino, 2006) y Ecuador (Ruiz, 2012).

Toxascaris leonina
T. leonina también se puede encontrar en el intestino delgado del perro y tiene un aspecto
similar a Toxocara spp., aunque sus características morfológicas son difíciles de
diferenciar a simple vista (Okulewicz et al., 2012). Las alas cervicales tienen forma
lanceolada. Los machos miden de 3-7 cm y las hembras de 4-12 cm. Los huevos son
ligeramente ovales, miden de 75 - 85µm y poseen una cubierta gruesa, lisa y que deja
espacios vacíos en ambos extremos (Urquhart, Armour, Duncan, Dunn & Jennigs, 1996).
Obsérvese las características morfológicas del parásito adulto de T. leonina en la Figura 5
y la morfología de sus huevos en la Figura 6.
Al igual que sucede con Toxocara Spp., la ingestión de huevos con L2 infectantes de T.
leonina del medioambiente es la forma de infección de los hospederos definitivos y
accidentales (Okulewicz et al., 2012). El ciclo de vida puede ser directo o a través de
larvas tisulares presentes en hospedadores paraténicos (Sağlam, Oruç, Avcıoğlu & Altun,
2014). Esta especie en general, es menos difusa y patógena que Toxocara spp.,
especialmente porque la transmisión por vía placentaria y mamaria no ocurre, por tanto
dicho parásito no es frecuente en cachorros menores de 2 meses (Traversa, 2012).
Obsérvese en la Figura 6 el ciclo biológico de T. leonina. Obsérvese en la Figura 7 el ciclo
biológico de T. leonina.

Figura 5. Características morfológicas del parásito adulto de Toxascaris leonina.
Fotomicrografía electrónica de (a) Extremidad cefálica; (b) Alas cervicales. Obsérvese
como se afinan las alas (flechas).
Tomado de: Fisher & McGarry (2007).

Figura 6. Morfología del huevo de Toxascaris leonina.
Tomado de: Fisher & McGarry (2007).
En 1922, Fulleborn (citado en Matoff & Komandarev, 1965), descubrió que las larvas de T.
leonina migran de manera diferente a las larvas de T. canis; al realizar un estudio donde
inoculó 100 larvas de T. leonina en la cavidad abdominal de un perro y un cobayo
comparativamente; como resultado, una infección baja en hígado, pulmones y tracto
gastrointestinal del perro; y una infección masiva en los nódulos linfáticos mesentéricos y
axilares; y baja en hígado y pulmones del cobayo. Más tarde, en 1935, Wright reconfirmó
la teoría de Fulleborn, al experimentar con ratones, ratas, cobayos y perros; postulando
que las larvas de T. leonina no migran regularmente en el cuerpo del hospedador y
particularmente, en infecciones muy severas, las larvas penetran la pared intestinal, se
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desarrollan en la cavidad abdominal y colonizan los nódulos linfáticos mesentéricos, el
páncreas, el hígado y los pulmones.
Matoff en 1949, continuó las investigaciones y descubrió que las larvas enquistadas de T.
leonina pueden desarrollarse a formas adultas dentro de la cavidad abdominal sin migrar
a otros tejidos (Sheng et al., 2012; Kim et al., 2013). A diferencia de las larvas de T. canis,
las larvas de T. leonina no migran al cerebro. Además, establece dos rutas de migración;
hepato-pulmonar y linfo-pulmonar. Descubre más tarde, larvas vivas en estados
avanzados de desarrollo enquistadas a los 4 o 5 meses de infección en ratones; así es el
primero en hacer suposiciones sobre la infección en perros por ingestión de carne o
tejidos de ratones infectados y en 1958, Matoff acompañado de Wassileff, reconfirman el
rol de hospedadores intermediarios o paraténicos en el ciclo de vida de T. leonina (Matoff
& Komandarev, 1965; Okulewicz et al., 2012).

Figura 7. Ciclo biológico de Toxascaris leonina.
Tomado de: Elanco (2014).
En el hospedador definitivo, sucede la migración perito-digestiva donde los huevos
eclosionan en el intestino delgado y las larvas penetran en la mucosa intestinal, para
desarrollarse en estados avanzados en la cavidad abdominal sin migración intraorgánica;
regresando pronto al lumen del intestino, en el que, al cabo de aproximadamente dos
meses y medio, los toxascaris adultos inician la oviposición (Kim et al., 2013). La
patogenia y síntomas son similares a los producidos por Toxocara spp., aunque las
cargas intestinales son generalmente bajas, producen una moderada respuesta
inflamatoria cuando las larvas se desarrollan dentro de la pared intestinal, por lo que hay

ausencia de signos clínicos (Quiroz, 2002). Obsérvese en la Figura 8 los hallazgos
clínicos de Toxascariosis en el perro.
Cuando los huevos infectantes son ingeridos por el hospedador paraténico, y las larvas
del segundo estadio eclosionan en el intestino y se diseminan en varios órganos como
hígado, pulmón, músculos de la cabeza y cuello, tejido retro-peritoneal y perirrectal (Kang,
Park, Cho & Yu, 2013), donde se encapsulan y mudan a L3, de modo que estos
hospedadores actúan como intermediarios de espera. Cuando son depredados por
cánidos, el desarrollo del nematodo se completa directamente en el intestino de estos
(Díez et al., 2001; Quiroz, 2002).

Figura 8. Hallazgos clínicos de toxascariosis en el perro; a: Desarrollo larval en cavidad
abdominal; b: Parasitosis masiva de vermes adultos en intestino delgado.
Tomado de: Quizlet (2014).
El potencial zoonótico de T. leonina es tradicionalmente considerado como limitado,
debido a que la migración somática en el huésped definitivo no ocurre como parte del
ciclo vital; así las larvas no se transmiten verticalmente. Sin embargo, estudios específicos
con respecto a esto no están disponibles para confirmar la falta de potencial zoonótico de
esta especie (Ash & Oriel, 2006; Morgan, 2013).
Se ha reportado tasas de prevalencia menores a 4% de T. leonina en perros en áreas
particulares de la península Balcánica de Europa (Rinaldi et al., 2006; Amfim et al., 2011;
Okulewicz et al., 2012) y del 15% en promedio en Polonia (Borecka, 2005), Bélgica
(Vanparijs et al., 1991) y España (Martínez et al., 2007). En Corea del Norte, han
reportado 16% de perros con T. leonina (Kim & Huh, 2005), mientras Khayatnouri &
Garedaghi (2012) encontraron 21,66% en muestras de materia fecal canina en Irán y
2,67% de positividad ha sido registrada en Etiopia, África (Awoke et al., 2011). En
Latinoamérica, países como México (Fernández & Cantó, 2002), Brasil (Scaini et al.,
2003; Lorenzini et al., 2007), Argentina (Soriano et al., 2010), Venezuela (Tortolero et al.,
2008), Bolivia (Loza et al., 2006), Chile (Mercado et al., 2004; Gorman et al, 2006), Perú
(Trillo et al., 2003) y Colombia (Caraballo et al., 2007; Lizarazo, 2013) han registrado
tasas de detección para dicho parásito que oscilan entre 0,1% a 11,91%.
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Anquilostomidos
Los anquilostomidos son nematodos cosmopolitas pertenecientes a la familia
Ancylostomatidae; frecuentemente encontrados en regiones tropicales y subtropicales
(Morgan, 2013) a excepción del genero Uncinaria que por lo general es un parásito de
climas fríos (Hayward, 2004). Se conoce que la subfamilia que infecta al perro; es
Ancylostominae que comprende tres especies de importancia zoonótica; A. caninum, A.
braziliense y U. stenocephala (Bowman, 2014).
En estadíos adultos, los anquilostomidos miden de 1-2cm y son de color gris- rojizo. A.
caninum, posee tres pares de dientes en el borde ventral y otros dos en el fondo de la
misma, característica de la capsula bucal que le permite diferenciarse de A. brasiliense,
ya que posee solamente dos pares de dientes; mientras que, en U. stenocephala, lleva
dos placas cortantes grandes y quitinosas el lugar de dientes (Díez et al., 2001).
Obsérvese en la Figura 9, la morfología comparada de la capsula bucal de los
anquilostomidos del perro.

Figura 9. Morfología comparativa de la capsula bucal de los anquilostomidos del perro; (a)
Ancylostoma caninum; (b) Ancylostoma braziliense; (c) Uncinaria stenocephala.
Tomado de: Röber (2014).
A. caninum es el anquilostomido más patogénico del perro; no obstante, el ciclo vital de
las demás especies es esencialmente similar, con pequeñas diferencias en los periodos
de tiempo (Barriga, 2002). Las hembras maduras de A. caninum que habitan en el
intestino delgado, eliminan hasta 16.000 huevos por día; los cuales son expulsados a
través de las heces al medio ambiente en un periodo de 2 a 3 semanas de la infección
oral y de 4 a 5 semanas, cuando la infección es percutánea (Acha & Szyfres, 2001). Los
huevos poseen una cáscara fina, lisa, transparente y elipsoidal, miden un promedio de
menos de 65 µm y contienen una mórula en etapa de desarrollo. La morfología de los
huevos de U. stenocephala es similar a la de A. caninum, aunque ligeramente más
grandes en tamaño con un promedio de más de 70 µm de longitud y al examen, los

huevos de A. braziliense miden 53 µm (Bowman, 2014). Obsérvese la morfología
comparada de los huevos de anquilostomidos del perro en la Figura 10.

Figura 10. Morfología comparativa de huevos de anquilostomidos del perro; a:
Ancylostoma caninum; b: Uncinaria stenocephala.
Tomado de: Blagburn (2010).
La eclosión de la L1 (Larva con esófago rabditiforme) en vida libre se da a las 24 a 48
horas de la eliminación, bajo humedad mayor al 90%, a una temperatura entre 23 y 30°c y
disponibilidad de oxígeno adecuada (Acha & Szyfres, 2001). Posteriormente, en una
semana la larva experimenta dos mudas en el medio ambiente hasta alcanzar el tercer
estadío (L3), la cual tiene esófago filiforme y es la larva infectante; permaneciendo
envuelta en la cutícula de la L2 y activa en el suelo durante tres semanas (Díez et al.,
2001).
La infección con los anquilostomidos en el huésped definitivo puede darse por la ingestión
de la L3 o por su penetración a través de la piel. En el caso de U. stenocephala, la
infección oral predomina sobre la percutánea, sin migración pulmonar (Urquhart et al.,
1996). El desarrollo larvario se da si estas penetran la mucosa gástrica o intestinal, donde
realizan dos mudas, y en el lumen del intestino delgado donde maduran a adultos, sin
migrar del tracto digestivo; otras alcanzan el sistema circulatorio desde la mucosa de la
propia cavidad bucal, pasando por los pulmones, migrando a la tráquea para regresar
finalmente al intestino delgado (Barriga, 2002). También, dichas larvas pueden localizar al
huésped penetrando la piel mediante fenómenos de tigmotropismo, termotropismo y
geotropismo negativo (Botero & Restrepo, 2012), probablemente con la ayuda de una
hialuronidasa (Acha & Szyfres, 2001). Las larvas llegan a los pulmones por vía sanguínea;
una vez allí, rompen los capilares y alveolos, reptan por el árbol respiratorio hasta llegar a
la faringe para mudar al cuarto estadío (L4), a las 48 horas de infección, donde son
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deglutidas. Las larvas se transforman en nematodos juveniles en el intestino delgado
antes del sexto día y subsecuentemente, llegan a la madurez. Las hembras inician la
oviposición a partir de los 14 días de la infección (Díez et al., 2001; Barriga, 2002).
Obsérvese en la Figura 11 el ciclo biológico de A. caninum.

Figura 11. Ciclo biológico de Ancylostoma caninum.
Tomado de: Elanco (2014).
Las larvas migratorias de A. caninum en los perros mayores a 3 meses, generalmente,
detienen su desarrollo permaneciendo en una fase hipobiótica en los músculos,
pulmones, hígado u otros órganos; particularmente en los perros inmunes o viejos
(Alvares, Rubinsky & Urbano, 2011); reanudando su desarrollo hacia el final de la preñez,
para concentrarse en la glándula mamaria y pasar a la nueva generación por vía
lactogénica durante las 3 primeras semanas. No se sabe si esto ocurre con las demás
especies (Barriga, 2002).
Una importante infestación con A. caninum en el perro, produce pérdida de sangre desde
el intestino delgado, lo que se manifiesta por medio de la eliminación de heces negruzcas
(melena) o blandas hemorrágicas y, por último, anemia; pues esta especie es la más
patogénica porque succiona más sangre (0,1 ml/gusano/día). Los cachorros jóvenes de
10 días pueden desarrollar anemia aguda, neumonía e incluso hasta la muerte (Fisher &
McGarry, 2007). Se puede observar una dermatitis alérgica en las almohadillas plantares
o en otras localizaciones donde el perro ha estado en contacto con larvas; iniciando el
síndrome cutáneo con una dermatitis pruriginosa y eritematosa, la piel muestra pápulas,

luego vesículas y más tarde pústulas si se infecta; en casos más graves, puede haber
automutilación (Morgan, 2013). Las larvas de A. caninum poseen una metaloproteasa
reconocida por el suero inmune, que se puede emplear para diferenciar perros infectados
de los sanos (Díez et al., 2001).
Los anquilostomidos en general son los nematodos más comúnmente encontrados en
perros en los diferentes estudios alrededor del mundo; y sus tasas de prevalencia varían
dramáticamente (0,9% a 100%) entre regiones y poblaciones (mascotas versus callejeros)
dentro las mismas regiones; así se debe evitar la extrapolación de estos datos con otros
estudios al respecto (Weese & Fulford, 2011). En los países del sudeste asiático, esta
situación es endémica, con una prevalencia que oscila entre el 70% y el 100% (Traub et
al., 2005; Mahdy et al., 2012; Traub et al., 2014); resultados similares se mostraron en
Etiopía, África con una tasa de detección de hasta 84,61% en perros en estado de
abandono (Awoke et al., 2011) y en las islas de Samoa, Carslake (2013) halló huevos de
anquilostomidos en el 90,7% de las muestras caninas.
En Países de clima continental u oceánico como Canadá (Seah et al., 1975; Blagburn et
al., 2008), Estados unidos (Little et al., 2009), Irán (Bidaki et al., 2010), Rumania (Amfim et
al., 2011) y Alemania (Barutzki & Schaper, 2011), se han encontrado porcentajes de
positividad para anquilostomidos entre 1,7% hasta 12,5%, los cuales tienen una variación
importante con respecto a Polonia que reporta 70,6% en una población positiva a dichos
parásitos (Borecka, 2005). Mientras, en países de clima mediterráneo como Italia (Rinaldi
et al., 2006) y España (Martínez et al., 2007) se ha hallado la presencia de dichos
nematodos en el 2,4% y 33,28% de las muestras, respectivamente.
Investigaciones han demostrado que países latinoamericanos como México (Rodríguez et
al., 2001a; Fernández & Cantó, 2002; Salazar, 2005; Martínez et al., 2008); Argentina
(Taranto et al., 2000; Zunino et al., 2000; Marder et al., 2002, Sánchez et al., 2003;
Andresiuk et al., 2004; Milano & Oscherov, 2005; Rubel & Wisnivesky, 2010); Brasil
(Scaini et al., 2003; De Castro et al., 2005; Labruna et al., 2006; Katagiri & OliveiraSequeira, 2008; Coelho, Amarante, Apolinario, Coelho & Bresciani, 2011; Coronato et al.,
2012; Marinelli et al., 2012); Colombia (Abril & Penagos, 2004; Vásquez et al., 2004;
Giraldo et al., 2005; Caraballo et al., 2007; Solarte et al., 2013; Posada, 2013; Lizarazo,
2013) y Uruguay (Malgor, Oku, Gallardo & Yarzábal, 1996) mantienen tasas de
prevalencia altas para anquilostomidos que oscilan entre 0,8%hasta 98,9%.
Strongyloides stercoralis
S. stercoralis es un nematodo rabditiforme muy pequeño y fino; que posee seis labios bien
definidos en la cavidad bucal (Figura 12a). Se encuentra en el intestino delgado del perro,
normalmente vive entre el duodeno y yeyuno. Su característica biológica primordial radica
en su ciclo evolutivo, en el cual hay una fase de vida parasitaria, que consiste en hembras
partenogenéticas (Figura 12b), que realizan la oviposición sin necesidad de ser
fecundadas previamente y el parásito macho no existe; y una fase de vida libre, donde
machos y hembras pueden vivir y reproducirse en el suelo fuera del huésped; estas
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generaciones de vida libre se alternan con las parasitas (Olsen et al., 2009). Además, su
ciclo de vida puede implicar un proceso llamado autoinfección, es decir, que son capaces
de multiplicarse y completar su ciclo de vida dentro de un huésped definitivo (Dillard, Saari
& Anttila, 2007).

Figura 12. Características morfológicas del parásito adulto de Strongyloides stercoralis; a:
Cavidad oral rodeada de seis labios bien definidos; b: Hembra adulta.
Tomado de: Dillard et al. (2007).
Cuando las condiciones ambientales son inadecuadas, la L1 muda a L2, en vida libre y, la
L3 que a diferencia de la mayoría de nematodos, no está enquistada en la cutícula de la
L2, puede penetrar en el hospedero a través de la piel (Larva infectante). Si las
condiciones son favorables (temperatura entre 20- 37°C), la L1 continua sus estadios de
desarrollo, en vida libre. Los machos y hembras, se aparean y ponen huevos que dan
origen a L1 y L2 de vida libre, y L3 infectantes. Así, el ciclo que forma larvas infectantes a
partir de hembras parasíticas se llama “homogónico”, y el que forma una generación de
vida libre a partir de hembras parasíticas es “heterogónico” (Barriga, 2002; Botero &
Restrepo, 2012). Obsérvese en la figura 13 el ciclo biológico de S. stercoralis en el perro.
Su ciclo biológico es directo, de modo que los pocos huevos depositados
(aproximadamente 50 huevos/ día) en el epitelio e incluso en la submucosa intestinal del
perro (Lau, Samalvides & Terashima, 2005), ya están embrionados y eclosionan
rápidamente encontrándose larvas rabditiformes en la materia fecal fresca después de 8 a
16 días de la infección en el diagnóstico (Yang, Gebeyehu, Jung, Kwon & Kwak, 2003;
Bowman, 2014). Los huevos de S. stercolaris miden de 50- 60 µm de largo por 30 -34 µm
de diámetro y son similares a los huevos de unicinaria (López et al., 2006b). Obsérvese
en la figura 14 las características morfológicas del huevo y L1 de S. stercoralis.

Figura 13. Ciclo biológico de Strongyloides stercoralis en el perro.
Adaptado de: Elanco (2014).

Figura 14. Morfología de los huevos y larvas de Strongyloides stercoralis; a: Huevo ovoide
sin embrionar, la cascara es hialina y muy delgada; b: Larva Rabditiforme (Estadio
Juvenil).
Tomado de: Foreyt (2001).
Las larvas filariformes de cualquiera de los ciclos penetran la piel del huésped, pasan a
los vasos sanguíneos y linfáticos, van por la circulación al corazón y luego a los
pulmones, donde se acumulan a las 24 horas de la infección. Allí rompen los capilares y
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los alvéolos pulmonares, reptan por las vías respiratorias hasta la faringe, son deglutidas
y llegan al intestino, donde se transforman en hembras partenogénicas (Acha & Szyfres,
2001; Barriga, 2002). Se ha comprobado también la infección oral y galactógena en el
perro, sin evidencia de transmisión placentaria. Las larvas ingeridas en vez de ser
deglutidas, entran en los vasos de la mucosa bucal y migran de la misma forma que en la
penetración transcutánea (Fisher & McGarry, 2007).
En la clínica de pequeños animales, la estrongiloidiosis es una casuística
subdiagnosticada en cuadros diarreicos; debido a que las larvas no pueden observarse al
examen coprológico y consecuentemente, es infrecuente el uso de técnicas adecuadas
para la detección de las larvas (Mercado et al., 2004; Weese & Fulford, 2011). Por
ejemplo, las infecciones por S. stercoralis diagnosticadas en los casos de moquillo canino,
en los que la sintomatología provocada por el virus suele enmascarar la de este parásito
(Miró, Troncoso & Gómez, 1995). Dermatitis y neumonía se reportan como síntomas en
los perros jóvenes y a menos, que exista una elevada carga parasitaria, los animales
presentan diarrea muco-sanguinolenta, hipomotilidad, deshidratación hasta la muerte
(Ballweber, 2001; Dillard et al., 2007).
Existen evidencias circunstanciales y escasas acerca de la posible trasmisión cruzada a
través del suelo contaminado de cepas humanas de S. stercoralis que puedan infectar
perros y de cepas de perros que puedan infectar a los humanos Mercado et al., 2004). Si
bien el nematodo S. stercoralis que infecta a los perros es similar al infecta al hombre,
tanto en morfología como en fisiología, la susceptibilidad de los animales a la infección
con diferentes biotipos o cepas geográficas es variable; otras investigaciones han
permitido documentar diferencias moleculares entre las cepas humanas y caninas de S.
stercolaris; por lo que se cree que es posible que ambas cepas sean en realidad especies
o subespecies diferentes (Acha & Szyfres, 2001)
La infección de S. stercoralis en los perros tiene una distribución cosmopolita y es
endémica de regiones tropicales y subtropicales (Mühlhauser & Rivas, 2013). El hallazgo
de larvas rabditiformes en materia fecal fresca mediante frotis fecal directo y la técnica de
Baermann es el diagnóstico más indicado para este parásito (Bowman, 2014). Aunque,
estudios aislados en diferentes partes del mundo muestran prevalencias bajas a
moderadas con técnicas de flotación como es el caso de Canadá (Seah et al., 1975),
Bolivia (Llanos et al., 2010) y Argentina (Zunino et al., 2000) con tasas de 0,8%, 2,4% y
5,1% respectivamente. Mientras, en Brasil han reportaron huevos de dicho parásito hasta
en el 26, 3% de las muestras (Scaini et al., 2003; Lorenzini et al., 2007; Marinelli et al.,
2012) y en Etiopia, África se han demostrado porcentajes de positividad para S.
stercoralis en perros en hasta 57,5% (Zewdu, Semahegn & Mekibib, 2010; Awoke et al.,
2011; Paulos, Addis, Fromsa & Mekibib, 2012; Abere et al., 2013). En Colombia, en el
departamento del Huila (Abril & Penagos, 2004) y Quindío (Giraldo et al., 2005) reportaron
la presencia de larvas de dicho parásito en el 2,6% y 4% respectivamente mediante una
técnica de sedimentación.

Otros autores han presentado prevalencias y reportes de caso donde ha sido utilizado la
técnica de Baermann; Ferreira, Gonҫalves-Pires, Silva, Gonҫalves & Costa-Cruz (2006)
reportaron un porcentaje de positividad de 0,9% para larvas de S. stercoralis en materias
fecales caninas en el sureste de Brasil; Miró et al. (1995) confirmaron un caso de un
Beagle de 3 meses en Madrid, España en el cual se evaluó las descargas parasitarias de
S. stercoralis como control de efectividad farmacológica. En el noreste europeo
describieron tres casos de detección de larvas rabditiformes de S. stercoralis en caninos
de un criadero (Dillard et al., 2007) y Yang et al. (2013) revelaron un caso de infección
severa en un paciente Pomerania de 6 meses en Corea del Sur.
Trichuris vulpis
Los tricúridos o vermes látigo, se caracterizan por tener la parte anterior larga y delgada, y
la posterior mucho más gruesa y enrollada, de color blanco a rosado y miden entre 4,5 cm
a 7,5 cm de largo; viven en el ciego y, en ocasiones se pueden presentar en la porción
distal del intestino delgado y colon del perro (Traversa, 2011). Allí, los adultos se aparean
y las hembras colocan numerosos huevos que son de color amarillento, marrón y
ovalados con forma de limón, con cascara gruesa y miden 70-90 x 32-40 µm, llevan dos
tapones polares trasparentes en los extremos y contienen una célula al salir con las heces
(Dunn, Columbus, Aldenn, Davis & Carroll, 2002). Obsérvese en la Figura 15 las
características morfológicas del huevo y parásito adulto de T. vulpis.

Figura 15. Características Morfológicas de Trichuris vulpis; a: Huevo medido con un
micrómetro ocular; b: Parásitos adultos.
Tomado de: Márquez et al. (2012).
En condiciones ambientales favorables, los huevos de T. vulpis se desarrollan hasta
mudar a larva de primer estadio (L1), que es infectante, sin abandonar el huevo. Cuando
el perro ingiere estos huevos embrionados, las larvas se liberan en el intestino delgado y
penetran en la mucosa donde efectúan mudas sucesivas para pasar posteriormente al
lumen del ciego y colon, así convirtiéndose en adultos y completando su ciclo de vida
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directo (Barriga, 2002). La eliminación en las heces con huevos no embrionados
comienza a los tres meses de la oviposición. Obsérvese el ciclo biológico de T. vulpis en
el perro en la Figura 16 (Acha & Szyfres, 2001).

Figura 16. Ciclo biológico de Trichuris vulpis en el perro.
Tomado de: Elanco (2014).
Una alta carga parasitaria de T. vulpis ocasiona una infección grave en el perro,
generando tiflitis y colitis hemorrágica debido a la continua estimulación de la acción
mecánico- traumática e irritativa, produciendo daño en la mucosa, cuando la cabeza del
nematodo penetra profundamente en la mucosa del ciego y colon en búsqueda de
sangre, fluidos y tejidos tisulares (Ballweber, 2001); Los signos clínicos son presencia de
materia fecal diarreica, mucoide y hemorrágica, cólicos, inapetencia, pérdida de peso, de
condición corporal y una perturbación grave en el equilibrio electrolítico con hiponatremia
e hiperpotasemia (Fisher & McGarry, 2007). Al parecer, esta especie parece ser el único
nematodo asociado con enfermedad de pseudo-Addison en el perro, creando
deshidratación con síntomas similares a los de la enfermedad de Addison con creciente y
menguante debilidad (Venco, Valenti, Genchi & Grandi, 2011).
La prevalencia de T. vulpis ha sido descrita comúnmente en perros con propietarios
responsables como en perros callejeros, con porcentajes de positividad entre ambas

poblaciones no muy variables; en países como Canadá (Seah et al., 1975), Estados
Unidos (Coggins, 1998), Italia (Rinaldi et al., 2006), Bélgica (Vanparijs et al., 1991), Islas
de Samoa (Carslake, 2013), Japón (Kimura et al., 2013) y Colombia (Abril & Penagos,
2004; Giraldo et al., 2005; Chaves, 2012) han reportado hasta un 10% de las muestras
contaminadas con T. vulpis. En algunos países del sureste asiático, las prevalencias se
mantienen similares en un promedio de 23% (Traub et al., 2005; Areekul, Putaporntip,
Pattanawong, Sitticharoenchai & Jongwutiwes, 2010; Ngui, Lim, Traub, Mahmud & Mistan,
2012). En Brasil (Scaini et al., 2003; Katagiri y Oliveira- Sequeira, 2008; Coronato et al.,
2012; Marinelli et al., 2012), Argentina (Taranto et al., 2000; Marder et al., 2002; Andresiuk
et al., 2004; Milano & Oscherov, 2005; Labruna et al., 2006; Lorenzini et al., 2007 Rubel &
Wisnivesky, 2010) y México (Rodríguez et al., 2001a; Salazar, 2005) se han mostrado
prevalencias más altas con porcentajes de positividad de 35% hasta 52,29%.
Nematodiosis zoonóticas transmisibles por materia fecal canina
Varios estudios coproparasitológicos realizados alrededor del mundo han demostrado que
los perros y sus desechos biológicos cumplen un papel muy importante en la transmisión
de zoonosis parasitarias (Robertson, Irwin, Lymbery & Thompson, 2000); así destacando
por su importancia en salud pública las nematodiosis producidas por T. canis y
anquilostomidos, que en el humano ocasionan los síndromes Larva migrans visceral y
Larva migrans cutánea respectivamente (Farrar et al., 2014). La infección por S.
stercoralis en humanos ha ganado importancia en los últimos años por ser el único
nematodo capaz de reproducirse dentro del ser humano y permanecer de forma
indefinida; la inmunosupresión permite que se presenten estados severos de la infección
con mortalidades que alcanzan el 80% y es agente causal de Larva currens (Arango,
1998; Olsen et al., 2009). Hasta la fecha no es claro con qué frecuencia T. vulpis infecta al
humano, debido a la dificultad en la identificación entre las especies de Trichuris Spp.;
diferentes autores relacionan T. vulpis como causante de Larva migrans visceral (Sakano
et al., 1980; Masuda, Kishimoto, Ito & Tsuji, 1987).
Larva migrans visceral
Larva migrans visceral, se refiere generalmente a las infecciones viscerales
extraintestinales causadas por la migración de larvas de T. canis en el humano, pues este
actúa como hospedero accidental o paraténico, que a diferencia de lo que sucede en los
perros, los estadios juveniles no pueden evolucionar hacia formas adultas y quedan
restringidos a su forma larval (Roldán, Espinoza, Huapaya & Jiménez, 2010b).
La toxocariosis fue reportada por primera vez en 1952, Beaver et al, identificaron larvas
del nematodo T. canis en la biopsia de una muestra de hígado de un niño de dos años
con síndrome de eosinofilia granulomatosa hepatomegálica (Schantz & Glickman, 1983;
Smith et al., 2009; Akao & Ohta, 2011).
El síndrome de Larva migrans inicia cuando el ser humano ingiere accidentalmente
huevos embrionados de T. canis, que generalmente contaminan el suelo. Cuando los
huevos eclosionan en el intestino delgado, liberan las larvas, penetrando en la pared
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intestinal e ingresan a la circulación, a través de la cual migran hasta órganos como
hígado, pulmones, cerebro, corazón, músculos esqueléticos u ojos (Rubinsky, Hirata,
Yamamoto & Ferreira, 2010). Dicha migración causa a su paso hemorragias, necrosis e
inflamación con predominio de eosinófilos. Según sea la respuesta inmune del hospedero
accidental, las larvas pueden permanecer migrantes por meses o años, ser encapsuladas
en granulomas no siempre detectables o ser destruidas al interior del mismo por una
respuesta celular (Breña et al., 2011).
Clásicamente se describen dos síndromes: Larva migrans visceral caracterizado por
compromiso hepático, pulmonar, anemia y eosinofilia, y larva migrans ocular
(Despommier, 2003) Y recientemente, se reconocen dos formas clínicas adicionales tales
como, nerviosa y encubierta (Archelli & Kozubsky, 2008). Obsérvese el ciclo biológico
accidental de T. canis en la Figura 17.

Figura 17. Ciclo biológico accidental de Toxocara canis.
Tomado de: Archelli & Kozubsky (2008).
En el síndrome de Larva migrans visceral, por lo general las infecciones son leves,
asintomáticas o cursan con síntomas inespecíficos, como mialgias, fiebre y malestar

general, junto con una eosinofilia persistente característica de la fase aguda de la
infección. Luego, en la fase latente el parásito puede ser reprimido de manera eficiente
por la inmunidad del hospedero accidental y verse confinado en los tejidos por el resto de
su vida sin presentar sintomatología alguna o, producir manifestaciones clínicas debido al
proceso inflamatorio crónico con respuesta inmunológica intensa (Huapaya et al., 2009).
Se puede encontrar hepatomegalia, fiebre y dolor abdominal, cuando el compromiso es
hepático (Lim, 2010). Si es pulmonar, habrá disnea, tos, sibilancias, broncoespasmo,
neumonitis intersticial e incluso puede producirse efusión pleural (Smith et al., 2009;
Akuthota & Weller, 2012); o si es cerebral, pueden darse alteraciones neurológicas
diversas, dependiendo de la ubicación, incluyendo convulsiones (Quintero & Gutiérrez,
2013): o presentarse con prurito y urticaria eosinofílica (Machado & Achkar, 2003). Otras
manifestaciones incluyen artralgias, monoartritis, vasculitis, miocarditis, efusión
pericárdica; sin falta de la característica más común que es la eosinofilia crónica (Roldán
et al., 2010). Obsérvese en la Figura 18 las manifestaciones clínicas de Larva migrans
visceral en el parénquima pulmonar de un humano.

Figura 18. Manifestaciones clínicas de Larva migrans visceral en el parénquima pulmonar
de un humano. A: Hallazgo radiográfico, muestra patrón bronquial positivo e infiltración
nodular. B: Imagen obtenida por TAC, muestra lesión redondeada, irregular e hiperdensa
de 6-8mm de diámetro localizada a la izquierda, en la proyección basal y el segmento de
Fowler.
Obtenido de: Považan et al. (2011).
La distribución de toxocariosis humana y Larva migrans visceral es mundial y es
considerada endémica en la mayor parte de los países de América, África y Asia (Delgado
& Rodríguez, 2009). Los estudios seroepidemiológicos demuestran que T. canis es una
de los más prevalentes y ubicuos parásitos zoonóticos presentes desde el sub-Ártico a los
trópicos (Macpherson, 2013). Aunque, es difícil hacer una estimación confiable de las
prevalencias disponibles, debido a que las muestras fueron obtenidas de personas con
diversas características demográficas, que podrían no ser representativas de la población
en general de sus respectivos países, provincias o ciudades (Rubinsky et al., 2010).
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Los estudios serológicos mediante técnicas de enzimoinmunoanálisis (ELISA) a
anticuerpos anti-Toxocara o antígenos de excreción-secreción de la larva (Knopp, 2012),
sugieren que en países desarrollados como Corea del sur, donde Kim & Huh (2005)
informaron en un estudio que el 5% de residentes aparentemente saludables eran
seropositivos. En España Turrientes et al. (2011) realizaron un estudio serológico a
inmigrantes latinoamericanos encontrando que 4,9% tenían anticuerpos a T. canis. En
Estados Unidos, evidencias serológicas positivas en 86% de niños de una comunidad
costera (Thompson, Bundy, Cooper & Schantz, 1986), 23,1% en preescolares (Ellis et al.,
1986) y en el 11% de empleados de un hospital veterinario (Glickman & Cypess, 1977).
En contraste, en los países subdesarrollados y en vías desarrollo las seroprevalencias se
muestran más elevadas y especialmente en niños de Turquía, donde se han encontrado
seropositivos hasta 12,95% de la población infantil de áreas rurales y urbanas (Doğan,
Dinleyici, Bor, Özensoy & Özbel, 2007; Akdemir, 2010); Malasia, donde Hakim,
Thadasavanthl, Shamilah & Yogeswari (1997) hallaron seropositivos a 57,8% de niños
con asma bronquial y al 15,4% de niños asintomáticos; en Nigeria y Swaziland, se ha
reportado 30% y 45% de seroprevalencia respectivamente (Jung Fu et al., 2014). En
México, Tinoco et al. (2008) hallaron al 10,6% de los niños de la frontera con estados
unidos eran seropositivos a T. canis. La mayor tasa de seropositividad a Toxocara en
adultos fue reportada por Magnaval, Michault, Calon & Charlet, 1994 (citado por
Nussenblatt & Whitcup, 2010) en la isla de Reunión, con una tasa de 92,8%.
En Suramérica, se han reportado distintos porcentajes de positividad a toxocariosis
humana con altas seroprevalencias. En Argentina, Altcheh, Nallar, Conca, Biancardi &
Freilij (2003) diagnosticaron 54 niños, de los cuales el 44% eran asintomáticos y el 29,6%
tenían el síndrome de Larva migrans visceral. En Corrientes, fueron seropositivos el
67.7% de 251 niños vulnerables (López, Fernández & Bojanich, 2005); Martín, Machuca,
Demonte & Contini (2008) confirmaron el diagnóstico de 59% de 100 niños de Santa Fe
con sospecha de toxocariosis; y en la ciudad de La Plata, se hallaron seroreactivos el
42,8% en el hospital de niños (Kozubsky, 2009) y el 38,33% en orfanatos (Archelli et al.,
2014). Mientras, en Brasil, los estudios seroepidemiológicos de toxocariasis en humanos
han mostrado variaciones desde 7% hasta el 54,8% (Chieffi et al., 2009; Rubinsky, Da
Silva, Malafronte, Muniz, & Ferreira, 2008; Carvalho & Rocha, 2011).
En Lima, Perú Reyes, Días, Elías y Rodas (1998) hallaron que el 81% de niños que
convivían con perros infectados con T. canis, eran seropositivos a esta entidad; así, como
Getaz, Samalvides, Breña, Torrejon & Manguiña (2007) diagnosticaron al 16% de la
población infantil con cuadros respiratorios concomitantes y en la ciudad amazónica de
Yurimaguas, Roldán, Cavero, Espinoza, Jiménez & Gutiérrez (2010a) detectaron
seroreactividad a T. canis en el 35,66% de los niños. En Bolivia, Cancrini et al. (1998)
reportaron el 34% de seroreactivos a T. canis en dos comunidades rurales; en Yaracuy,
Venezuela Gallardo & Camacho (2012) detectaron al 25,9% de la población infantil
reactiva a T. canis y al 25,7% de los caninos que convivían con dicha población positivos

al parásito. Riveros (2009) encontró seroprevalencias de 78% en niños de 8 meses a 15
años en Paraguay.
El Laboratorio de Parasitología del Instituto Nacional de Salud es el Centro de Referencia
para el diagnóstico de toxocariosis humana en Colombia, sin embargo, hay un gran
desconocimiento tanto de la enfermedad como de la frecuencia de infección en la
comunidad y a nivel médico y paramédico (Flórez & Correa, 2002). Según los estudios
disponibles en el país, se sabe que desde hace varias décadas, la población está
expuesta a la infección con títulos de anticuerpos contra T. canis en varias ciudades, lo
cual no es sinónimo de enfermedad pero si de contacto con dichos parásitos. El primer
caso de toxocariosis en Colombia fue descrito y reportado por Correa, González &
D'Alessandro, 1966 (citado por Acero et al., 2001), de una niña de 14 años proveniente de
la orilla del Rio Cauca; luego en 1981, la Fundación Oftalmológica Nacional y el Instituto
Nacional de Salud determinaron la seroprevalencia en el 13,5% de los estudiantes de dos
escuelas de Bogotá y en el 14% de las muestras de materia fecal de cánidos con huevos
de T. canis provenientes de parques de la ciudad (Rodríguez et al., 1986; Flórez &
Correa, 2002).
En 1990, el Instituto Nacional de Salud de Bogotá determinó la seropositividad a títulos de
ELISA para T. canis en el 47,5% de una población de estrato socioeconómico bajo,
simultáneamente, 46,3% de los cachorros de dicha comunidad presentaron huevos del
mismo parásito (Agudelo et al., 1990). En estudios más recientes, se encontró
seroreactivos al 7,3% de los niños entre 4 y 14 años de edad en la localidad de Ciudad
Bolívar y al 66,7% de los cachorros con los que convivían (Acero et al., 2001); y en 2010,
Mendoza et al. (2010) detectaron seropositivos al 42,1% de escolares entre 2 a 16 años
en la comuna 7 del Distrito de Santa Marta, Bolívar.
La lesión unilateral es característica del síndrome Larva migrans ocular (Manzitti &
Mansilla, 2010), ocasionando disminución progresiva de la visión y su pérdida repentina,
siendo frecuente el estrabismo, retinitis granulomatosa (granuloma de polo posterior y/o
granuloma periférico) y endoftalmitis crónica (Paul, Stefaniak, Twardosz & Pecold, 2009;
Pérez, Díez, García, Locutura & Román, 2011). En 1950, Wilder (citado por Despommier,
2003) señaló que los ojos enucleados de niños con sospecha de retinoblastoma
mostraron abscesos eosinofílicos y granulomatosos, identificando una larva de nematodo
de especie desconocida (Akao & Ohta, 2011). Siendo Nichols, en 1956, quien demostró
la presencia de la L2 de T. canis en estos cortes histológicos (Smith et al., 2009).
Obsérvese las manifestaciones clínicas de Larva migrans ocular en la Figura 19.
No son muy numerosos los estudios que existen sobre la prevalencia de Larva migrans
ocular en el mundo, su incidencia es indeterminada y puede variar de acuerdo a
diferentes autores y en diferentes países (Pivetti, 2009; Nussenblatt & Whitcup, 2010). A
la fecha solo hay dos estudios que estiman la prevalencia de esta entidad; el primero,
Maetz, Kleinstein, Federico & Wayne, 1987 (citado por Breña et al., 2011) en Alabama,
Estados Unidos, reportaron una prevalencia de 1 por cada 1.000 personas y un segundo
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estudio, Good et al., 2004 (citado por Breña et al., 2011) hallaron en Irlanda una
prevalencia de 10 casos por cada 100.000 personas.

Figura 19. Manifestaciones clínicas de Larva migrans ocular. a: Retinografía muestra
granuloma de polo posterior, lesión satélite y turbidez vítrea por vitritis. b: Angiografía
revela fuga a nivel de la papila, brida, granuloma polo posterior y masa satélite.
Obtenido de: Pérez et al. (2011).
La toxocariosis ocular se encuentra típicamente niños menores de 16 años y la edad
promedio de diagnóstico se estima en 7,5 años (Nussenblatt & Whitcup, 2010). Registros
de especialistas en oftalmología pediátrica, uveítis y retina en Estados Unidos, muestran
una incidencia de 68 nuevos casos de toxocariosis ocular diagnosticados entre
septiembre de 2009 y de 2010 (CDC, 2011). En el año 1991 se realizó el primer reporte
de toxocariosis ocular en Perú (Miranda et al., 1999) y recientemente, se realizó un
reporte de 41 pacientes con diagnóstico probable (Ramírez, et al., 2010). En Colombia, se
llevó a cabo un estudio en la Costa Atlántica, con el fin de determinar las causas de
uveítis endógena activa y se encontró 8,33% de toxocariosis ocular como causa (Abdala
et al., 2006) y finalmente, Amaya et al. (2007) publicaron en la Sociedad oftalmológica
colombiana, un estudio retrospectivo de pacientes con hemorragia vítrea de los cuales
3,6% presentaban toxocariosis ocular.
La toxocariosis encubierta se caracteriza por presentar títulos moderados de anticuerpos
contra T. canis, cuadro hemático normal o eosinofilia ligera y múltiples síntomas menores,
persistentes por meses o años (Acha & Szyfres, 2001). Fue originalmente descubierta por
Bass et al. (citado por Smith et al., 2009); Taylor et al. (citado por Smith et al., 2009),
informaron de un síndrome similar en niños irlandeses y, Glickman et al. (citado por Smith
et al., 2009) en adultos franceses. En un estudio realizado en Argentina entre el año 1998
y 2000 se encontraron 54 niños con serología reactiva por técnica de ELISA para
Toxocara Spp., la mayor parte de los infectados fueron asintomáticos (44,4%) (Altcheh et
al., 2003). Más recientemente, Ballón (2004), reportó en Perú 4 casos asintomáticos en
niños entre 1 a 7 años de edad.

Toxascarosis
Los seres humanos en un ambiente contaminado pueden ingerir huevos de T. leonina de
la misma forma que ocurre con T. canis; y se presume, que pueden actuar como
hospedadores paraténicos. En una investigación Prokopic & Figallova, 1982 (citado por
Kim y Huh, 2005) infectaron experimentalmente ratones y encontraron larvas pulmonares
en el 96%, sugiriendo a T. leonina como agente causal de Larva migrans visceral y
Smith, 1982 (citado por Kim y Huh, 2005) halló reacciones cruzadas entre antígeno
excretor-secretor de larvas de T. canis y sueros de conejos infectados con T. leonina
simultáneamente, lo cual genera dudas con respecto al diagnóstico de toxocariosis
causada por T. leonina.
La información sobre T. leonina como agente zoonótico es controversial (López et al.,
2006a), siendo señalado por algunos autores como agente zoonótico (Trillo et al., 2003;
Hosin & Kubaysi, 2008; Tarsitano et al., 2010; Abarca, López, Peña & López, 2011; Kim et
al., 2013) y otros no (Rinaldi et al., 2006; Hayward, 2004; Ash & Orihel, 2010).
Larva migrans cutánea
Larva migrans cutánea es causada principalmente por A. brasiliense y A. caninum (Agustí,
Messeguer, Agustí & Febrer, 2011), se da en regiones con climas cálidos, suelos
arenosos y humedad por arriba de 87% (Rodríguez, Gutiérrez, Acosta y Ramos, 2001).
Hay pruebas epidemiológicas que demuestran que la infección humana se adquiere a
partir del contacto directo con suelos contaminados con larvas infectantes en estado L3
(Varela, Varela & Pascual, 2002), conducta debida a que las larvas cuentan con
tigmotropismo, termotropismo, y geotropismo negativo (Botero & Restrepo, 2012). Las
larvas penetran la piel, folículos pilosos y glándulas sudoríparas, siendo el humano un
huésped terminal y por ende una enfermedad autolimitada, ya que la larva no puede
completar su ciclo vital y carece de las enzimas necesarias para atravesar la membrana
basal de la epidermis quedando circunscrita a ésta (Rubio, Martín, Corral, Arranz &
Vidaurrazaga, 2013). Las L3 una vez dentro de la piel siguen un trayecto lineal y
serpiginoso con una tasa de 2,7mm hasta de 2-5cm por día (Albanese, Venturi & Galbiati,
2001); originando una lesión papular, eritematosa e inespecífica (Rueda et al., 1996).
Otras lesiones de A. caninum además de las lesiones cutáneas, se han reportado como
enteritis eosinofílica y en menor frecuencia, neurorretinitis subaguda unilateral (Alvares et
al., 2011). Obsérvese en la Figura 20 las manifestaciones clínicas de Larva Migrans
Cutánea en el hombre
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Figura 20. Hallazgo clínico de Larva migrans cutánea. Trayectos serpentiginosos con
vesículas localizadas en glúteo de una mujer de 72 años.
Obtenido de: López & Marquéz (2007).
El mayor número de casos de Larva migrans cutánea, ocurren en las Costas del
Mediterráneo, Australia, Caribe, África, Asia (Corea), India, Sudamérica (Brasil, Bolivia,
Perú, Chile) y en Estados Unidos (López & Marquéz, 2007; Galarza, Ramos, Guere,
Gutiérrez & Tello, 2009). Se calcula a nivel mundial alrededor de 1.277 millones de
personas infectadas por anquilostomidos (Domenech, Rodríguez, Godoy & Palacios,
2013). En Perú, se reportaron 3 casos (Legua, Guerra y Bussalleu, 1990). Jelinek et al.,
1994 (citado por Acha & Szyfres, 2001), reportaron en Munich, Alemania, 98 casos en 4
años. En Italia, Beneggi, 1995 (citado en Rodríguez, et al., 2001b) reportó 22 casos, con
antecedentes de vacaciones en áreas endémicas y durante periodos de verano. En Italia,
Romano, Albanese & Gianni, 2004 (citado por Galarza et al., 2009) revelaron 78 casos; y
en otro estudio en París, Ansart et al., 2007 (citado por Galarza et al., 2009) mostraron 8
casos. Rodríguez (1996) registró un caso de Larva migrans cutánea en un hombre
procedente de Sucre, Colombia. Una serie de casos recientes en Brasil demostraron que
las lesiones por LMC son más frecuentes en pies (73,3%), glúteos (14,7%), genitales y
zonas inguinales (8,0%), piernas (2,7%) y manos (1,3%) y con menos frecuencia en cara
y cuello (Alvares et al., 2011).
Estrongiloidiosis y Larva currens en humanos
La estrongiloidiosis humana fue descrita por primera vez en 1876, por el médico francés
Louis Normand, el cual halló larvas de S. stercoralis, en la materia fecal diarreica de
soldados que regresaban de la Cochinchina (Kozubzky & Archelli, 2004). Las evidencias
de transmisión del perro al hombre o viceversa son escasas y circunstanciales, ya que
tanto los parásitos adultos como las larvas carecen de caracteres distintivos y poseen
diferencias moleculares, que podrían indicar que son especies o subespecies diferentes.
Sin embargo, en la bibliografía se registra un solo caso en el que se atribuye la fuente de
infección humana a materias fecales de perros (Georgi y Sprinkle, 1974 citado por Acha &
Szyfres, 2001).

En personas con la inmunidad disminuida, se puede favorecer el desarrollo de formas
severas de la estrongiloidiosis, predisponiendo a los pacientes a hiperinfección y
enfermedad diseminada (Farrar et al., 2014). El cuadro clínico puede ser cutáneo,
pulmonar o digestivo, de acuerdo con la localización del parásito y su gravedad puede
variar de leve a mortal (García, 2013).
El ciclo biológico de S. stercoralis se caracteriza especialmente por su cronicidad,
autoinfección y fácil diseminación, manteniendo la infección crónica hasta en un lapso de
65 años (Carrada, 2008); y se ha estimado una tasa de mortalidad por infecciones
diseminadas en al menos un 87% (Olsen et al., 2009). La infección es asintomática en
muchos casos; sin embargo, la penetración al tejido subcutáneo de la piel por larvas del
tercer estadio (L3) o filariformes presentes en el suelo contaminado, es una lesión crónica
y patognomónica; denominada Larva currens (Figura 21), debido a la rápida tasa de
migración de las larvas, moviéndose a una velocidad de 5- 15 cm/ hora; luego, la larva
ingresa a un capilar venoso, y va hasta el pulmón después de pasar por el corazón
derecho. En el pulmón, rompe la pared alveolar, para ascender por los bronquios y
ayudada por el mecanismo de expulsión de los cilios, de esta forma llega a tráquea,
laringe, faringe y por deglución, asentándose dentro de las criptas de Lieberkühn en la
mucosa entérica el duodeno y yeyuno; para finalmente realizar dos mudas y obtener la
hembra adulta partenogenética. Al eclosionar los huevos rápidamente dentro del intestino,
por mecanismos no muy bien conocidos estas larvas mudan a filariformes antes de ser
eliminadas por materia fecal, iniciando el ciclo nuevamente en algún lugar del intestino o a
través de la piel perianal como un proceso de autoinfección (Arango, 1998; Velasco,
2006).

Figura 21. Esquema de Larva currens por larvas filariformes de Strongyloides stercoralis
en el hombre.
Tomado de: Kalman (2013).
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Los principales cambios cutáneos se deben a la acción mecánica, traumática, toxica,
irritativa y antigénica de las larvas infectivas; similares a las lesiones causadas por A.
braziliense y A. caninum. La respuesta en el sitio de penetración y migración de una o
múltiples filaroides en el tejido subcutáneo es una reacción de hipersensibilidad que causa
edema, eritema, prurito, urticaria, pápulas hemorrágicas y lesión lineal a serpentiginosa en
el dorso, nalgas, perineo, ingle y muslos del hombre (Corte, Scribel & Martins, 2013).
Obsérvese en la Figura 22 las manifestaciones clínicas de Larva currens en el hombre.

Figura 22. Manifestaciones clínicas de Larva currens en el hombre; a: Área de
penetración larval con ampollas hemorrágicas y lesiones serpentiginosas purpúreas; b:
Eritema y urticaria edematosa en espalda, abdomen y muslo; c: Presencia de larva de S.
stercoralis en estrato corneo.
Tomado de: Corte et al. (2013).
El cuadro pulmonar, cursa con tos de origen irritativo hasta una franca neumonitis y
bronconeumonía, a veces con efusión pleural eosinofílica, y el digestivo, con enteritis
catarral edematosa con espesamiento de la pared intestinal, o una enteritis ulcerativa
(Acha & Szyfres, 2001).
A pesar de su frecuencia, los datos epidemiológicos sobre la prevalencia de S. stercoralis
en la población humana es a menudo subestimada, ya que el diagnóstico es limitado,
debido a que se debe observar directamente los estados larvarios (L1) en muestras de
materia fecal, y para que sea fiable se deben tomar varias muestras durante días
consecutivos (Lok, 2007). Alrededor de cien millones de personas en el mundo se
encuentran infectadas con S. stercoralis (Khieu et al., 2014); es una infección endémica
en regiones tropicales y subtropicales como el sudeste asiático, Latinoamérica, África
subsahariana y regiones del sudeste de Norteamérica (Carrada, 2008).
La prevalencia de estrongiloidiosis es alta considerablemente con cifras en Japón hasta
21,9% (Nakada, Konakura, Komoda & Himuna, 1984 citado por Arango, 1998); Brasil es
un área hiperendémica, con 15% a 82%; En África, se reportan prevalencias entre 2,9% a
48% (Petithory & Derouin, 1987 citado por Arango, 1998) y Estados unidos, 0,6% a 3%
(Walzer et al., 1987 citado por Arango, 1998).

En Colombia las encuestas revelan porcentajes de estrongiloidiosis entre 5% y 10% de la
población (Díaz, Solano & Rodríguez, 2004). Quevedo, 1957 (Citado por Arango, 1998)
documentó el primer caso de autoinfección en Medellín y en Colombia. En 1960, se
encontró una prevalencia de 14% en Cali y de 6,6% en Villavicencio. En 1969, en la
encuesta nacional de salud la prevalencia fue de 2,1% y en 1981 fue de menos de 1%.
Para 1988, en Córdoba, se encontró el 16% en niños menores de 6 años infectados con
S. stercoralis (Arango, 1998). En 1996, se presentaron 7 pacientes portadores del virus
linfotrópico humano tipo I (HTLV-I) con hiperinfección concomitante por S. stercoralis,
seis de ellos de la costa pacífica y el caso restante de Bucaramanga, Santander (Blank &
Rosso, 1996). Bedoya, De Castro, Robledo & Restrepo (2002) describieron un caso de
hiperinfección por S. stercoralis en una mujer de 55 años con cuadro respiratorio y
digestivo.
Tricuriosis zoonótica
El potencial zoonótico de T. vulpis del perro es cuestionable y la prevalencia es incierta
debido a la falta de herramientas de diagnóstico viables, sensibles y específicas,
especialmente en las zonas endémicas de la enfermedad (Traversa, 2011). Sin embargo,
hasta hace poco se pensaba que T. vulpis era una zoonosis poco frecuente, pero, un
estudio reciente en la India sugiere que puede ser relativamente generalizada en algunos
barrios marginales (Mirdha, Singh, Samantray & Mishra, 1998). Así, existiendo cierta
evidencia, aun no ampliamente aceptada que podría transmitirse del perro al hombre
(López et al., 2006a)
La mayoría de los diagnósticos de T. vulpis en seres humanos se determinaron por la
medición de huevos en las deposiciones, lo cual podría no ser completamente confiable,
debido a que los huevos de esta especie son generalmente más grandes que los huevos
de T. trichiura y, estudios morfométricos han revelado una longitud de solapamiento entre
los huevos de estos nematodos (Acha & Szyfres, 2001; Areekul et al., 2010).
En tres estudios, se reportó tasas de prevalencia del 0,2% en Nueva York, el 12,3% en
Vietnam, y el 6% en la India. La mayoría de los casos se presentaron en niños y pacientes
institucionalizados (Dunn et al., 2002). Se ha detectado, infecciones por T. vulpis que
pueden asociarse con T. trichiura (Mirdha et al., 1998) y van desde portador asintomático
hasta diarrea o incluso disentería.
El primer caso de infección humana por T. vulpis fue notificado por Hall & Sonnenberg
(1956) en un niño de 4 años de edad con infección intestinal. T. vulpis también ha sido
reportado como un agente causante de la larva migrans visceral en dos niños y un adulto
(Sakano et al., 1980; Masuda et al, 1987); el diagnóstico se estableció serológicamente en
los dos casos pediátricos, y se recuperaron huevos de T. vulpis a partir de muestras de
heces del perro de la familia, así como muestras del perímetro residencial. En el paciente
adulto, el diagnóstico se confirmó serológicamente y por el examen histológico de una
masa pulmonar (Figura 23) que demostró parásitos con características morfológicas
compatibles con T. vulpis (Masuda et al., 1987).
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Areekul et al. (2008) desarrollaron una herramienta molecular basada en un método de
PCR dirigido a la pequeña subunidad de ARN ribosomal (SSU ARNr), gen para la
detección específica de T. trichiura y T. vulpis en muestras de heces de una comunidad
rural de Tailandia. El método era tan altamente sensible que un solo huevo de cualquiera
de las especies podría ser detectado y halló la coexistencia de T. trichiura y T. vulpis
(infecciones mixtas) en muestras de heces humanas y de perros de la misma área
endémica, lo que sugiere que estos últimos pueden servir como importante reservorios
para ambos parásitos. Márquez et al. (2012) reportaron un caso de rinitis eosinofilica
moderada por T. vulpis en una niña de 9 años, diagnosticado por micrometría ocular;
además se halló 3,5% de T. vulpis en heces de perros recogidas de zonas aledañas a la
vivienda.

Figura 23. Manifestaciones clínicas de Larva migrans visceral por Trichuris vulpis en el
humano; a: Radiografía de tórax muestra una masa anormal redonda en la zona inferior
derecha con una zona radiolúcida; b: Sección transversal del cuerpo del parásito en tejido
necrótico.
Tomado de: Masuda et al. (1987).
Contaminación ambiental por nematodos caninos de importancia zoonótica
Estudios realizados en varios países han demostrado una alta tasa de contaminación con
elementos infectivos de parásitos en los parques, plazas, calles y áreas verdes públicas
urbanas de recreación y deporte tales como ciclo rutas, parques infantiles, areneros y
playas; las cuales son comúnmente concurridas por los habitantes de las ciudades
(Romero et al., 2011); a menudo, las personas llevan consigo mascotas o perros
abandonados, pueden eventualmente defecar en los exteriores, contribuyendo así a la
contaminación ambiental; y es allí donde la transmisión de las zoonosis parasitarias al
hombre, ocurren, a partir del contacto con suelo contaminado. En este sentido, un
reciente estudio de campo en Italia demostró que el 15,6% de propietarios de mascotas
no recoge los excrementos que los animales depositan en parques y áreas verdes
públicas (Traversa et al., 2014).
Huevos de Toxocara spp., huevos y larvas de anquilostomidos, huevos de T. vulpis y
larvas de S. stercoralis pueden ser encontrados en el suelo y en materia fecal canina

abandonada en áreas públicas de Europa, América, África y Asia (Traversa et al., 2014).
Situación que constituye una amenaza en mayor proporción para los niños, dado a sus
hábitos de pica o geofagia, donde las manos sucias son casi siempre el vehículo de los
estadios infectantes de nematodos gastrointestinales del perro (Guzmán, Pachón & Vega,
2006; Iannacone et al., 2012).
Según Barriga, 1988 (citado por Acha & Szyfres, 2001) una ligera infección con T. canis
en un perro adulto produce 10.000 huevos sin embrionar por gramo de heces y un perro
elimina en promedio 136 gramos de heces/día, lo que significa una tasa de eliminación
diaria al medio ambiente de aproximadamente 1,4 millones huevos/día; mientras los
cachorros descargan tasas más elevadas con respecto a los perros adultos; eliminando
hasta 15.000 huevos por gramo de heces al día (Hayward, 2004); planteado así, existe un
potencial riesgo para la salud de los propietarios que conviven con el cachorro, debido al
confinamiento antes de completar los planes vacunales, que a menudo implica que los
huevos se diseminen en el hogar, jardines y patios privados (Traversa et al., 2014).
Aunque los huevos de T. canis y T. leonina que se encuentran en la materia fecal fresca
abandonada en el suelo pueden eventualmente pasar al ser humano u otros animales, no
causan infección; ya que las formas infectivas necesitan un periodo de dos semanas,
tiempo en el que el huevo es embrionado y se convierte en infectante Traversa et al.,
2014). Dichos huevos al ser pegajosos se pueden adherir al pelo y al medioambiente del
perro que ha tenido contacto con suelo contaminado; en base a esto Aydenizoz, Yaggi &
Erat, 2008 (citado por Romero et al., 2011) demostraron la presencia de 62 huevos
viables de T. canis en el pelaje de 21,56% de una población canina estudiada; mientras,
estudios en Irlanda y países bajos demostraron la presencia de huevos no viables de esta
especie en el pelaje en el 8,8% y 12,2% en perros con propietario respectivamente
(Overgaauw et al., 2009).
Las L3 o firaliformes de anquilostomidos no se desarrollan en el centro de las heces, al
ser perturbadas y romperse en el suelo, los huevos eclosionan y la larva infectiva se
arrastra fuera de la materia fecal entre la vegetación. Por tanto, la presencia de huevos y
larvas infectivas en el medioambiente tienen un rol crucial entre las diferentes rutas de
transmisión de estos parásitos tanto para humanos como para otras especies animales
(Hayward, 2004; Traversa et al. 2014).
La contaminación de suelos con huevos de T. canis ha sido estudiada en diferentes
partes del mundo, encontrándose más comúnmente y con altas tasas en los parques de
países latinoamericanos (Celis, Romero, García & Mendoza, 2012) y hasta un 50% con
huevos embrionados en países desarrollados (Habluetzel et al., 2003). En Estados Unidos
se han encontrado tasas de contaminación por huevos de T. canis hasta en el 20,6% de
parques públicos (Dada & Lindquist, 1979; Ludlam & Platt, 1989); en Europa, países como
Italia (Giacometti et al., 1999; Habluetzel et al., 2003) y Republica Checa (Dubná et al.,
2007) con tasas de detección entre 15,% hasta 58,8%; en los países del sudeste asiático,
diferentes autores estiman porcentajes de positividad en suelo de dichos parásitos desde
5,7% hasta 63.3% (Wiwanitkit & Waenlor, 2004; Gürel, Ertuğ & Okyay, 2005; Aydenizoz,
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2006; Tavassoli, Hadian, Charesaz & Javadi, 2008; Zibaei, Abdollahpour, Birjandi &
Firoozeh, 2010; Tavalla et al., 2012) y en Nigeria, África, Mohammed, Idris, Umoh, Ajanusi
& Abdullah (2004) reportaron una prevalencia de contaminación de suelos con huevos de
T. canis de 49,7% en parques y jardines recreacionales.
En el caso de los países latinoamericanos como Brasil, se han reportado altas
prevalencias de contaminación de suelos de plazas públicas, parcelas de asentamientos
rurales, jardines, patios traseros, escuelas municipales y campus universitarios en el
estado de Sao Paulo (Alvares, 1998; Nunes et al., 2003; Capuano & Rocha, 2005;
Alvares, 2008; Flores, Pinto, Abreu & Walter, 2011; Coelho et al., 2011; Marques,
Guimarães, Vilas Boas, Carnaúba & Moraes, 2012; Alvares, Pereira & Porto, 2012), Rio
de Janeiro (Mandarino, Silva, Lopes & Pereira, 2010), Minas Gerais (Guimarães, Alves,
Glycia, Ferreira & Rodrigues, 2005), Rio Grande del Sur (Gallina et al., 2011) y
Pernambuco (Alves et al., 2007) que oscilan entre 8% a 96%.
En Argentina, la presencia de huevos de T. canis en muestras de suelo de plazoletas y
paseos públicos fue de 4,2% y 56,5% en la ciudad de Resistencia (Luna & Alonso, 2004;
Alonso, Luna, Fernández, Bojanich & Alfonso, 2006) y La plata (Córdoba et al., 2002); en
Chile, Armstrong et al. (2011) encontraron 12,4% de las muestras de suelo positivas a
huevos de Toxocara Spp. en parques públicos; en Paraguay, Canese, Domínguez, Otto,
Ocampos & Mendonca (2001) hallaron 53% de contaminación por huevos de T. canis en
la arena de las plazas y parques de Asunción.
En Lima, Perú dos estudios han señalado un alto grado de contaminación en parques
públicos de hasta 69,2% (Lopéz, Chavez & Casas, 2005; Iannacone et al., 2012), con
resultados similares, Cazorla et al., (2007) reportaron un 63% de los parques públicos
contaminados en la ciudad de Coro, Estado Falcón en Venezuela.
La contaminación de suelos de parques públicos con huevos de los anquilostomidos, se
han reportado en el estado de Sao Paulo, (Nunes et al., 2003; Flores et al., 2011;
Marques et al., 2012), Rio de Janeiro (Mandarino et al., 2010), Minas Gerais (Guimaraes,
2005), Rio Grande del Sur (Gallina et al., 2011) y Pernambuco (Alves et al., 2007) en
Brasil, con resultados de 4,6% a 69,6% en las muestras de suelo. En Resistencia,
Argentina, dos diferentes estudios encontraron similares porcentajes de contaminación
por anquilostomidos en plazas, parques y plazoletas con 83,3%, 75% y 58,8%
respectivamente (Luna & Alonso, 2004). Loza et al. (2006) encontró 21,6% de las
muestras de los paseos públicos en Santa Cruz de la Sierra, Bolivia.
La presencia de huevos de T. vulpis contaminando suelos se ha hallado en la ciudad de
La Plata, Argentina en el 21,8% de los paseos públicos (Córdoba et al., 2002); en
Temuco, Chile se encontró en el 4,7% de los parques públicos (Armstrong et al., 2011); y
en los estados de Rio de Janeiro (Mandarino et al., 2010) y Sao Paulo (Flores et al., 2011)
en Brasil, muestran prevalencias de 8% y 13,8% respectivamente en plazas y escuelas
públicas.

En Colombia, García & Urbano, 2002 (citado por Chinchia, 2012) encontraron la presencia
de huevos de Toxocara spp. en 62,96% de los parques de San Juan de Pasto. En Bogotá,
Polo (2006) encontró frecuencias de positividad en los suelos de parques de la localidad
de Suba para los huevos de Ancylostoma spp. de 10,7 %; larvas de Ancylostoma spp. de
0,6 %; huevos de Toxocara spp. de 5,4%, Toxascaris Spp. en el 37,3% y huevos de
Strongyloides spp. de 0,6%. Farfán et al. (2011) mostraron prevalencias de contaminación
de suelos en Bucaramanga con nematodos del genero Toxocara Spp. en el 70,1%,
Uncinarias en el 7,5% y Strongyloides Spp. en el 2%; y finalmente, Chinchia (2012)
mostró la contaminación del suelo en parques de la ciudad de Barranquilla, Atlántico con
huevos de T. canis en el 23%; A. caninum en el 7,5% y Strongyloides spp. en el 2% de las
muestras de suelo.
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MATERIALES Y MÉTODOS

Localización
El Parque Central Simón Bolívar es el eje de todo un complejo deportivo, cultural y
recreativo llamado Parque Metropolitano Simón Bolívar, ubicado en la localidad de
Teusaquillo, en Bogotá, Colombia (la cual cuenta actualmente con el mayor número de
áreas verdes en Bogotá, con 153 parques públicos y en promedio a cada persona le
corresponden 12,06 m2 de zona verde); cuyas coordenadas geográficas son 4° 39' 26",
Latitud Norte y 74° 5' 39" Latitud Oeste. El clima de la ciudad capital del país, está
clasificado como Tropical, puesto que se encuentra en la región ecuatorial entre los
trópicos de Cáncer y Capricornio, Y Andino, debido a que se encuentra en medio de la
cordillera oriental, a una altura de 2.560 msnm (Parrado, 2001). Cuenta con una
temperatura media de 14°C, un mínimo de 1000 mm de lluvia por mes y una humedad
relativa del 72%, asentándose sobre suelos arcillosos de fertilidad media a alta y
pendientes menores a 12%, importantes para el almacenamiento de agua. La temperatura
del aire suele oscilar en Bogotá durante las 24 horas del día que en promedio son de
9,5°C, alcanzando valores más bajos entre las 5 y 6 A.M. con 9,2°C y alcanza la máxima
hacia la 1 P.M. con 18°C (IDEAM); se ha registrado valores más altos por Eslava (1991)
hasta de 25,2°C en el mes de enero.
El Parque Central Simón Bolívar tiene alrededor de 400 hectáreas actualmente protegidas
entre la calle 63 y 53, y carreras 48 y 68, de las cuales a Teusaquillo le corresponden dos
sectores; el Central y el área de la Biblioteca Virgilio Barco, sectores que ocupan 113
hectáreas siendo la mayor área en zonas verdes de la localidad. El parque cuenta con 6
puntos de acceso, 11 hectáreas de lago, 910.000 metros de zonas verdes, 3 zonas de
juegos infantiles y una red de caminos de 16 kilómetros. (Comisión Ambiental local
Teusaquillo, 2012). Obsérvese en la Figura 24 la ubicación de la localidad de Teusaquillo
dentro de la ciudad de Bogotá D.C.
Identificación y descripción de zonas dentro del parque Central Simón Bolívar
Para la delimitación, medición e identificación de áreas dentro del parque Central Simón
Bolívar, se utilizó el programa Google Earth Pro como herramienta de apoyo para dividir
estratégicamente el parque en 5 zonas. Cada una las zonas cuenta con una demarcación
específica a partir de límites de referencia como SENDEROS (Figura 25), miradores,
cafeterías, ENTRADAS (Figura 26), PARQUES INFANTILES (Figura 27), PUENTES
PEATONALES (Figura 28), ARENEROS (Figura 29), el lago, el canal y puntos
ecológicos.

Figura 24. Ubicación de la localidad de Teusaquillo dentro del distrito capital de Bogotá y
sus límites.
Tomado de: Conociendo la localidad de Teusaquillo, Aspectos físicos, demográficos y
socioeconómicos, Año 2009.

Figura 25. SENDERO como límite de referencia de zonas del parque central Simón
Bolívar.
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Figura 26. ENTRADA PARQUE INFANTIL como límite de referencia de zonas del parque
central Simón Bolívar.

Figura 27. PUENTE PEATONAL como limite de referencia de zonas del parque central
Símón Bolívar.

Figura 28. PARQUE INFANTIL como limite de referencia de zonas del parque central
Símón Bolívar.

Figura 29. GRAN ARENERO como limite de referencia de zonas del parque central Símón
Bolívar.
Según la función poligonal de medición de Google Earth Pro, el área total del parque fue
de 92 hectáreas (ha), las cuales se calcularon a partir del cercado en reja que rodea al
mismo. Al área total se le resto 13,3 ha correspondientes al área del lago y de la isla del
lago, clausurada durante el estudio. De esta manera, esta investigación contempló un
área total de 78,7 ha de muestreo, divididas en 5 zonas, cada una de 15,7 ha promedio.
Obsérvese en la Tabla 3 las áreas totales en m2 de las zonas, areneros y parques
infantiles.
Tabla 3. Caracterización Métrica del área total por zonas, areneros, parques infantiles y
número de puntos de riesgo dentro del parque central Simón Bolívar.
Zona

Hectáreas

Puntos de Riesgo.

Área Total Areneros m2

1
2
3
4
5
Total
Promedio

15,8
15,6
15,7
15,6
16,0
78,7
15,7

3
3
2
3
3
14
2,8

159,1
3.627,3
72,2
218,7
159,6
4.236,9
847,38

Área Total
Parques
Infantiles m2
1.957
0
6.473
7.210,3
7.183
22.823,3
4.564,66

La identificación de cada una de las zonas dentro del mapa del parque Central Simón
Bolívar en Google Earth Pro se da a partir de la asignación de un color específico por
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zona (Figura 30); y la señalización de los límites de referencia, puntos de riesgo y el
recorrido de los senderos se da a partir de un trazo de un color específico que indica la
ruta (Figura 31).

Figura 30. Delimitación colorimétrica de las 5 zonas dentro del parque Central
Simón Bolívar de Bogotá.
Adaptado de: Google Earth Pro (2014).

Figura 31. Ruta de Senderos de delimitación en las zonas del estudio.
Adaptado de: Google Earth Pro (2014).

ZONA 1: Identificada con el color ROJO cuenta con un total de 15,8 hectáreas. Los límites
de referencia para esta zona están entre el SENDERO 5 (Trazo verde), que inicia en
ENTRADA PARQUEADERO sigue un camino recto que pasa por debajo del PUENTE
PEATONAL y finaliza en MIRADOR SENDERO 5 y el SENDERO 4 (Trazo blanco), inicia
en la ENTRADA PEATONAL 1 sigue el camino peatonal hacia la izquierda hasta
MIRADOR DEL LAGO 2; la orilla del lago y la cerca en reja culminan esta delimitación. En
esta zona se encontró 3 puntos de alto riesgo de contacto con el suelo, donde se observó
presencia de niños y un constante flujo de mascotas con acceso libre: ARENERO 1,
cuenta con un área de 66,7 m2 de cama de arena sencilla; ARENERO 2, cuenta con 92,4
m2 de cama de arena acompañada de columpios; y por último, PARQUE INFANTIL 1, con
un área de 1.957 m2 con piso en asfalto y pocas áreas verdes, sin presencia de cajas de
arena. Obsérvese la Figura 32 para identificar la delimitación, puntos de referencia y
puntos de alto riesgo de la ZONA 1.

Figura 32. Delimitación, límites de referencia y puntos de alto de riesgo de la ZONA 1.
Adaptado de: Google Earth Pro (2014).
ZONA 2: Identificada con el color azul aguamarina cuenta con un total de 15,6 hectáreas.
Los límites de referencia para esta zona son SENDERO 4, el cual inicia en la ENTRADA
PEATONAL 1 sigue el camino por la izquierda hasta MIRADOR DEL LAGO 2 y el
SENDERO 3 cuyos límites de referencia son SEGUNDA CURVA CANAL, 1 Y DEL
SENDERO DE ATLETISMO, siguiendo el sendero hasta 2 Y SENDERO DE ATLETISMO
y desviándose a la derecha por el camino que conduce CANAL ENTRADA LAGO, la orilla
del lago y el enrejado culminan esta delimitación. En esta zona se encontró 3 puntos de
riesgo donde se observó la mayor cantidad de niños y adultos descalzos haciendo uso de
instalaciones recreativas y un constante flujo de mascotas con acceso libre; GRAN
ARENERO 1, el cual mide 984 M2 de cama de arena acompañada de columpios que
miran al lago; GRAN ARENERO 2, cuenta con 2.582 m2 y es considerado el arenero más
grande del parque; y por último, ARENERO 6, con 61,3 m 2 de cama de arena
acompañada de columpios que miran al lago. Obsérvese la Figura 33 para identificar la
delimitación, puntos de referencia y puntos de alto riesgo de la ZONA 2.
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.
Figura 33. Delimitación, límites de referencia y puntos de alto de riesgo de la ZONA 2.
Adaptado de: Google Earth Pro (2014).

ZONA 3: Identificada con el color Amarillo cuenta con un total de 15,7 hectáreas. Los
límites de referencia para esta zona están entre SENDERO 3 cuyos límites de referencia
son SEGUNDA CURVA DEL CANAL, 1 Y DEL SENDERO DE ATLETISMO, siguiendo el
sendero hasta 2 Y SENDERO DE ATLETISMO y desviándose a la derecha por el camino
que conduce a CANAL ENTRADA LAGO y el SENDERO 2 que inicia en ENTRADA
PEATONAL 2 sigue el sendero hasta CAFETERÍA 1 por el camino que desemboca en
CARPA DE COMIDAS 1 donde hay una Y para desviarse hacia la izquierda y lleva a
PARQUE INFANTIL 1 desviándose por el sendero que lleva al PUNTO ECOLÓGICO 1 y
finalmente termina en KIOSCO 1, la orilla del lago y el enrejado del parque delimitan el
resto de la zona. Los puntos de riesgo son PARQUE INFANTIL 2 con 6.473 m 2 y está
ubicado en la mitad de ZONA 3 y ARENERO 3 con 72,2 m 2 de cama de arena
acompañada de columpios. Obsérvese la Figura 34 para identificar la delimitación, puntos
de referencia y puntos de alto riesgo de la ZONA 3.

Figura 34. Delimitación, límites de referencia y puntos de alto de riesgo de la ZONA 3.
Adaptado de: Google Earth Pro (2014).
ZONA 4: Identificada con el color verde. Los límites de referencia para esta zona están
entre SENDERO 2 que inicia en ENTRADA PEATONAL 2 sigue el sendero hasta

CAFETERÍA 1 siguiendo el camino que desemboca en CARPA DE COMIDAS 1 donde
hay una Y para dirigirse hacia la izquierda que conduce a PARQUE INFANTIL 1 y
desviándose por el sendero que lleva a PUNTO ECOLÓGICO 1 que finalmente termina
en KIOSCO 1 y el SENDERO 1 que inicia en la ENTRADA PEATONAL 3 desviándose a
la izquierda por el sendero que lleva a CAFETERÍA 2 y siguiendo este mismo sendero
hasta el BEBEDERO 1, así retomando el camino hacia ENTRADA DEL PARQUE
INFANTIL, de allí se toma el sendero que divide el parque infantil hasta SALIDA DEL
PARQUE INFANTIL, la orilla del lago y el enrejado del parque delimitan el resto de la
zona. Los puntos de riesgo son la mitad correspondiente a la ZONA 4 del PARQUE
INFANTIL 3 que cuenta con 7.210,3 m2 y el ARENERO INFANTIL 1 con 218,7 m2 de cama
de arena sencilla. Obsérvese la Figura 35 para identificar la delimitación, puntos de
referencia y puntos de alto riesgo de la ZONA 4.

Figura 35. Delimitación, límites de referencia y puntos de alto de riesgo de la ZONA 4.
Adaptado de: Google Earth Pro (2014).
ZONA 5: Identificada con el color Purpura. Los límites de referencia para esta zona están
entre SENDERO 1 que inicia en la ENTRADA PEATONAL 3 desviándose a la izquierda
por el sendero hacia CAFETERÍA 2 y siguiendo este mismo sendero hasta BEBEDERO 1,
retomando el camino que lleva a ENTRADA DEL PARQUE INFANTIL, de allí se toma el
sendero que divide el parque infantil hasta SALIDA DEL PARQUE INFANTIL y el
SENDERO 5 que inicia en ENTRADA PARQUEADERO sigue un camino recto que pasa
por debajo del PUENTE PEATONAL y termina en MIRADOR SENDERO 5, la orilla del
lago y el enrejado del parque delimitan el resto de la zona. Los puntos de riesgo son la
otra mitad correspondiente a la ZONA 5 del PARQUE INFANTIL 3, el cual cuenta con un
área de 7.183 m2; ARENERO 4 con 80,8 m2 y ARENERO 5 con 78,8 m2. Obsérvese la
Figura 36 para identificar la delimitación, puntos de referencia y puntos de alto riesgo de la
ZONA 5.
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Figura 36. Delimitación, límites de referencia y puntos de alto de riesgo de la ZONA 5.
Adaptado de: Google Earth Pro (2014).

Población y muestra
Los perros (Canis lupus familiaris) visitantes y/o vagabundos asistentes al parque Central
Simón Bolívar de Bogotá en el momento de la ejecución de la fase experimental de este
estudio, representaron la población diana de investigación; y la población de origen estuvo
constituida por los perros a los que pertenecían las muestras recolectadas de materia
fecal abandonada en suelos (aceras, zonas verdes y areneros) del parque Central Simón
Bolívar de Bogotá (Fuentelzas, 2004). Se realizó un estudio descriptivo de corte
transversal (Krupitzki & Poletta, 2007); y el tamaño de la muestra se determinó según un
esquema de detección de eventos (positividad a parásitos) a través de WinEpi online, la
prevalencia mínima esperada fue del 10%, y el nivel de confianza fue del 95%, datos que
se tuvieron en cuenta al momento de calcular el tamaño adecuado de la muestra; por
tanto, se tomó 30 unidades de medida (materia fecal canina abandonada) en cada zona
preestablecida, sin ninguna limitante en la recolección ni autorización por parte de
terceros; de esta manera se recolectó a conveniencia una totalidad de 150 muestras
directamente del suelo.
Se establecieron 6 jornadas de recolección de las muestras, las cuales abarcaron 3 fines
de semana (Sábado y Domingo), es decir una jornada por día; las cuales iniciaban a las 9:
00 am y culminaban a las 3:00 pm, periodo de tiempo en el cual había mayor afluencia de
visitantes y mascotas. El objetivo para cada jornada era obtener un muestreo mínimo de 5
unidades de medida por zona, es decir 25 muestras totales por día.
Se tuvieron en cuenta dos criterios de ubicación de las muestras a la hora de hacer el
muestreo: primero, en lugares donde los visitantes tengan mayor probabilidad de
contacto con el suelo directamente (tierra, zonas verdes con pasto, areneros, senderos y
zonas de juegos infantiles); y segundo, en diferentes sitios geográficos de las zonas con
énfasis en puntos con mayor afluencia de perros. Por lo tanto, los resultados de esta

investigación no se infirieron a la población total de perros de Bogotá; solo a la presencia
de huevos de parásitos en las heces abandonadas de perros que visitaron o residían en el
parque en un momento especifico.
Una vez se recolectó las muestras directamente del suelo con bolsas de polietileno
etiquetadas, se realizó un análisis macroscópico, para la identificación de cada muestra
con siglas para diferenciar las variables cualitativas evaluadas: el número de la zona (1-23- 4 ó 5) con la cual se identificaba el lugar de recolección de la muestra dentro del
parque; la consistencia de la materia fecal (P-S-L) según la siguiente clasificación (Milano
& Oscherov, 2005): pastosa-P (siendo toda blanda) , seca- S (siendo la cubierta externa
dura) o liquida-L ( donde un 50 % es líquida). (Ver Figura 37); y el tipo de suelo (P-NP);
donde la superficie se catalogó como permeable-P o impermeable-NP (Rubel &
Wisnivesky, 2010).

Figura 37. Muestras de materia fecal canina abandonada y su consistencia; a: Líquida; b:
Pastosa; c: Seca.
Las muestras de materia fecal se trasladaron al laboratorio, donde fueron analizadas en
una jornada de procesamiento y diagnostico llevada a cabo el mismo día de la recolección
en un periodo de tiempo de 4:00 pm a 8:00pm. Para el análisis microscópico se dispuso
de un microscopio de luz, vaso de precipitado, tubos de ensayo, láminas, laminillas,
espátula, cloruro de sodio, agua y materiales de bioseguridad.
Técnica de laboratorio
Los métodos de flotación son frecuentemente usados para recuperar huevos de parásitos,
y están basados en la diferencia que existe entre la gravedad especifica (GE) de los
huevos, de los detritos fecales y de la solución de flotación (Dryden, Payne, Ridley &
Smith, 2005); de esta manera, para que los huevos de parásitos floten, la GE de la
solución de flotación debe ser mayor que la de los huevos. La técnica de flotación en una
solución salina saturada descrita por Willis, 1921 es un método cualitativo, muy común en
la práctica diagnóstica veterinaria, dando muy buenos resultados, fácil de preparar y se
conserva por largo tiempo (Cardona, 2005).
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La GE de la solución salina saturada para el diagnóstico coproparasitoscópico oscila entre
1,18 y 1,20; siendo una técnica muy útil para la identificación de huevos de helmintos
(nematodos y algunos cestodos), ya que la GE de la mayoría de los nematodos
gastrointestinales comunes del perro es menor a 1,18. Según Sixtos (2012), T. canis tiene
una GE de 1,09; los anquilostomidos de 1,06 y T. vulpis de 1,15, que les permite flotar y
mantener su integridad morfológica, mientras que los residuos fecales se hunden en la
solución de flotación. Se debe tener en cuenta que en esta solución no flotan huevos de
Dipylidium caninum y no es de mucha utilidad para huevos de tremátodos y
acantocéphalos.
Cada muestra de materia fecal canina se procesó en forma individual y fue necesario
como primera medida realizar una preparación de la solución salina saturada, mezclando
1 litro de agua común (1000ml) y 331 gramos de sal común, estos dos ingredientes se
calentaron hasta disolver la sal evitando la ebullición. Teniendo la solución completamente
homogénea, se tomó 2 a 5 gramos de cada muestra de materia fecal canina en un
recipiente de boca ancha (vaso de precipitado) y se agregó 50 ml de la solución salina
saturada, con la ayuda de una espátula se disolvió hasta quedar una pasta uniforme;
mezcla que se vertió sobre un colador de cocina y cedazo de mallas finas en un recipiente
limpio; y seguidamente se llenó un tubo de ensayo con ese líquido filtrado hasta el borde
de forma que quedó un menisco convexo. Seguidamente, se colocó un lamina sobre el
tubo de ensayo y se temporizó 15 minutos para cada muestra; al cumplirse el tiempo
estimado se colocó cuidadosamente la laminilla o cubreobjetos encima de la lámina y se
observó inmediatamente en el microscopio a 10x o a diferentes aumentos si este lo
requería (Vélez, 1995).
Para la identificación de las especies de los nematodos del perro se utilizó una clave
específica y las formas parasitarias encontradas se compararon con fotografías
estándares de las características morfológicas de los huevos (Taylor, Coop & Wall, 2007).
A la observación microscópica, los huevos pueden identificarse por su contenido (uno o
más blastómeros, mórula, o larva), forma, tamaño, color, estructura de la cáscara y
ornatos superficiales (Vignau et al., 2005). No se realizó la medición biométrica, ni la
clasificación de los huevos de acuerdo a su estado de desarrollo (una sola célula,
preembrionado y embrionado). Tampoco se evaluó la viabilidad de los huevos
encontrados.
Análisis estadístico
Los resultados obtenidos de cada muestra se organizaron y registraron en una base de
datos que fue creada en Microsoft Excel, y posteriormente se analizó en el mismo
programa, donde se utilizó las siguientes variables: según la frecuencia de ocurrencia de
parásitos discriminando especie, como positivo (+) o negativo (-) a la presencia de
nematodos gastrointestinales de perro; según la zona donde fue hallada la deposición de
materia fecal canina abandonada; según la consistencia en líquida, pastosa y seca; y
según el tipo de suelo, ya sea permeable (tierra, arena y/o pasto) o no permeable
(asfalto).

Se realizó un análisis descriptivo (Thrusfield, 2005) y se calculó las proporciones de
positividad de los parásitos gastrointestinales que se encontraron con relación al total de
muestras recolectadas, con la siguiente formula (Guyatt & Bundy, 1993 citado por Castro
Oliveira, Hernández, Jiménez & Jiménez, 2009):

% de positividad =

Número de muestras infectadas
______________________________ X 100
Número de muestras examinadas

El porcentaje o proporción de positividad, en este caso fue para cada zona del parque
estudiada y no para la ciudad ni localidad en general. Se consideró positiva aquella
unidad de medida (materia fecal canina) que presentó al menos un huevo de nematodo, y
así mismo se destacó la cantidad de unidades de medida por zona que presentaron
mayor frecuencia de ocurrencia de nematodos gastrointestinales caninos.
Finalmente, se realizó como estadística inferencial la prueba de Chi cuadrado con la que
se determinó la probable relación entre las variables. Los datos de frecuencia de
ocurrencia y número de deposiciones positivas por zona fueron presentados por medio de
estadísticos descriptivos (Tablas).
Variables
Las unidades de medida para este estudio correspondieron a deposiciones de materia
fecal canina abandonada en el suelo dentro de cada zona preestablecida del parque
Central Simón Bolívar, a las cuales se les midió cuatro variables cualitativas para la
unidad de medida en sí; la primera, frecuencia de ocurrencia de huevos de nematodos
gastrointestinales de perro, con la salvedad que en las interacciones de esta variable se
incluyó discriminar por especie de nematodos con mayor frecuencia en los resultados del
estudio (Anquilostomidos y T. canis) o no hacerlo y se analizó solamente la frecuencia de
positividad de huevos en general; la segunda, zona específica dentro parque donde fue
hallada la muestra; la tercera, consistencia de la materia fecal canina, como indicativo del
estado general de salud del tracto digestivo del individuo canino o un aproximación a la
edad de la materia fecal abandonada (WALTHAM modificado citado por Moxham, 2001);
y la cuarta y última, superficie sobre la que se encontró la deposición, ya sea permeable
donde el suelo tiene la propiedad de absorber los componentes de material orgánico tal
como tierra, arena, arcilla, gravilla y vegetación o no permeable, caracterizado por no
permitir la absorción de material orgánico debido a los materiales inertes del que está
compuesto como asfalto, pavimento, madera, ladrillo y acero.
Las interacciones entre estas cuatro variables se dieron de la siguiente manera: (zona y
frecuencia de ocurrencia de huevos de nematodos sin discriminar especie), (consistencia
de la muestra y frecuencia de ocurrencia de huevos de nematodos sin discriminar
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especie) y (superficie donde se encuentra la deposición y frecuencia de ocurrencia de
huevos de nematodos sin discriminar especie). Por otro lado, se correlaciono la frecuencia
de ocurrencia de anquilostomidos y T. canis con las variables zona, consistencia y
superficie para cada una de la estas.

RESULTADOS
De las 150 muestras de materia fecal canina examinadas, 21 resultaron positivas a la
presencia de huevos de nematodos gastrointestinales, es decir, la frecuencia de
ocurrencia total fue de 14%. Se identificaron tres especies de nematodos:
Anquilostomidos (10,67%), T. canis (2,67%) y T. leonina (0,67%). No se observó la
presencia de huevos de T. vulpis en las muestras examinadas, ni se identificó múltiparasitismo (Tabla 4). Obsérvese en la Figura 37 las especies de huevos de nematodos
identificadas en heces abandonadas en el parque Central Simón Bolívar.
Tabla 4. Porcentaje relativo y absoluto de la frecuencia de ocurrencia por especies de
nematodos.
Nematodos

Positividad

Porcentaje Relativo1

Porcentaje Absoluto2

Anquilostomidos

16

76,19%

10,67%

Toxocara canis

4

19,05%

2,67%

Toxascaris leonina

1

4,76%

0,67%

Trichuris vulpis

0

0,00%

0,00%

TOTAL

21

14%

1 Los porcentajes se calcularon como el número de muestras que poseen un nematodo dividido por el total
de muestras positivas (21).
2 Los porcentajes se calcularon como el número de muestras que poseen un nematodo dividido por el total
de muestras estudiadas (150)

Figura 38. Huevos de nematodos hallados en muestras de heces abandonadas en el
parque central Simón Bolívar; a. Huevos de Anquilostomidos; b. Toxocara canis; c:
Toxascaris leonina.
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En el 100% de las zonas preestablecidas dentro del parque, se observó al menos un
huevo de nematodo. En la ZONA 1 y 5, se encontró 13,34% (4/30) de positividad para
cada zona; en la ZONA 2, 23,3% (7/30) y en la ZONA 3 y 4; 10% (3/30) para cada zona; si
bien hubo variación en los valores de frecuencia de ocurrencia de nematodos entre las
zonas, no se observaron relaciones significativas, ni interacciones entre ellas (Tabla 5).
Tabla 5. Porcentaje de positividad de huevos de nematodos gastrointestinales en
muestras de materia fecal canina abandonada en cada una de las zonas.
Zona

No. Muestra

Positivas

% Relativo

% TOTAL

1

30

4

13,34%NS

2,67%

2

30

7

23,34%NS

4,67%

3

30

3

10%NS

2%

4

30

3

10%NS

2%

5

30

4

13,34%NS

2,67%

TOTAL

150

21

14%

Prueba de Chi cuadrado con Corrección de Yates: p = 0,559
NS
= No existen diferencias significativas (p < 0,05).

Los anquilostomidos fueron los nematodos más frecuentemente hallados y ampliamente
distribuidos en este estudio; 16 (76,19%) de las 21 muestras positivas se mostraron
morfológicamente compatibles con huevos de la subfamilia Ancylostominae que afectan al
perro en el 100% de las zonas preestablecidas, debido a que no se realizó diferenciación
biométrica, ni pruebas moleculares, los huevos no se discriminaron por especie. A pesar
de que este estudio, en el análisis coprológico no tenía como objetivo cuantificar la
cantidad de huevos por gramo de heces, se observó una alta carga de huevos de
anquilostomidos en 5 de las 16 muestras positivas (Figura 38a.3). El mayor número de
muestras positivas a anquilostomidos se dio en la ZONA 2 (6/16), la cual se caracteriza
por disponer del 85% (3.627 m2) del área total dentro del parque de areneros (GRAN
ARENERO 2) en tan solo 15,6 ha, seguido de la ZONA 5 (4/16), donde se encuentra la
segunda mayor área (7.183 m2) de parques infantiles entre las zonas del parque; y
finalmente en las ZONAS 1,3 y 4 (2/16) para cada una, siendo la ZONA 4 la que cuenta
con la mayor área de parques infantiles (7.210 m2) y la ZONA 3, con el tercer lugar (6.473
m2) en contener más parques infantiles. Obsérvese en la Tabla 6 la distribución y
frecuencia de muestras positivas a huevos de nematodos discriminadas por zona y
especie parasitaria.

T. canis fue el segundo nematodo más encontrado, con 4 (19,05%) de 21 muestras
positivas; distribuidas entre la ZONA 1 (2/4) y las ZONAS 2 y 4 (1/4) para cada una; y por
último, se halló una sola muestra contaminada con T. leonina en la ZONA 3.
Tabla 6. Distribución y frecuencia de muestras positivas a huevos de nematodos
discriminadas por zona y especie parasitaria.
Zonas

Anquilostomidos

Toxocara
canis

Toxascaris
leonina

Trichuris
vulpis

1

2NS

2NS

0

0

2

6NS

1NS

0

0

3

2NS

0NS

1

0

4

2NS

1NS

0

0

5

4NS

0NS

0

0

TOTAL

16

4

1

0

Prueba de Chi cuadrado con corrección de Yates: Anquilostomidos (p = 0,564); Toxocara canis (p = 0,402).
NS
= No existen diferencias significativas (p < 0,05).

El 100% (21/21) de las muestras positivas a algún tipo de huevo de nematodo fueron
recolectadas sobre superficies permeables (zonas verdes, areneros, tierra y gravillas),
situación que no mostró relación estadística significativa (Tabla 7). La consistencia de las
muestras positivas en su mayoría fueron pastosas 90,47% (19/21), solo una muestra fue
líquida (4,76%) y una seca (4,76%), no mostrando una interacción estadísticamente
significativa (Tabla 8). Distribuidas de la siguiente manera: 87,5% (14/16) de las muestras
positivas a anquilostomidos fueron halladas sobre superficies pastosas, 6,25%, (1/16)
liquida, 6,25% (1/16) seca; para T. canis el 100% (4/4) fueron de consistencia pastosa; y
la única muestra positiva para T .leonina fue de consistencia pastosa. A pesar, de hallarse
un alto número de muestras positivas de anquilostomidos y T. canis en superficies
permeables y de consistencia pastosa, no se encontraron relaciones significativas, ni
interacciones entre ellas. Obsérvese en la tabla 9 la clasificación de las muestras de
materia fecal positivas según especie parasitaria, superficie del suelo y consistencia de la
muestra.
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Tabla 7. Correlación Chi cuadrado entre frecuencia de ocurrencia y superficie.
Superficie/
positividad

Positivos

Negativos

Chi cuadrado

Permeable

21

120

NS

No Permeable

0

9

Total

21

129

Prueba de Chi cuadrado con corrección de Yates: P = 0,706
NS = No existen diferencias significativas (p < 0,05)

Tabla 8. Correlación Chi cuadrado entre frecuencia de ocurrencia y la consistencia.
Consistencia /
positividad

Positivos

Negativos

Chi cuadrado

Liquida

1

12

NS

Pastosa

19

112

Seca

1

5

Total

21

129

Prueba de Chi cuadrado con corrección de Yates: p = 0,782.
NS= No existen diferencias significativas (p < 0,05).

Tabla 9. Distribución de las muestras de materia fecal positivas según especie parasitaria,
superficie del suelo y consistencia.

Nematodos

Superficie*
No
Permeables Permeables

Consistencia**
Liquida

Pastosa

Seca

Anquilostomidos

16NS

0NS

1NS

14NS

1NS

Toxocara canis

4NS

0NS

0NS

4NS

0NS

Toxascaris leonina

1

0

0

1

0

Trichuris vulpis

0

0

0

0

0

TOTAL

21

21

*Prueba de Chi cuadrado con corrección de Yates: Anquilostomidos (p = 1,0); Toxocara canis (p = 0,789).
** Prueba de Chi cuadrado con Corrección de Yates: Anquilostomidos (p = 0,829) Toxocara canis (p = 0,687).
NS
= No existen diferencias significativas (p < 0,05).

DISCUSIÓN

Se realizó un estudio observacional de corte transversal y el tamaño de la muestra se
determinó según un modelo epidemiológico de detección de eventos (positividad a
parásitos) con una prevalencia mínima esperada del 10%, y nivel de confianza del 95%,
se recolectó a conveniencia 30 muestras de materia fecal canina abandonada
directamente del suelo de cada una de las 5 zonas predeterminadas del parque. En
Colombia, esporádicos estudios han reportado frecuencias de parásitos con énfasis en
huevos de nematodos en materia fecal de perros; En Bogotá, Agudelo et al. (1990)
analizaron bajo un muestreo aleatorio 39 muestras de materia fecal de cachorros de un
barrio de bajos recursos y reportaron por primera vez en Colombia la presencia de huevos
de T. canis. Después de 14 años, investigadores en áreas urbanas de Popayán, Cauca
realizaron un estudio de muestreo estratificado con una prevalencia esperada del 50%
para Toxocariosis en 372 muestras fecales tomadas vía rectal en caninos con propietarios
responsables (Vásquez et al., 2004); mientras en Huila, Abril & Penagos (2004) con un
estudio observacional de corte transversal y una prevalencia esperada del 10% de
parasitismo, analizaron muestras de heces tomadas directamente del recto de 610
mascotas en 5 municipios. En Quindío, Giraldo et al. (2005) analizaron mediante un
estudio descriptivo prospectivo y un muestreo probabilístico aleatorio con una prevalencia
esperada de 45%, 324 muestras fecales de caninos con dueño en todos los municipios.
En Envigado, Antioquia Caraballo et al. (2007) examinaron bajo un estudio descriptivo de
corte transversal, 187 muestras de materia fecal recolectadas directamente del recto de
pacientes de un hospital veterinario. En Sogamoso, Boyacá Sarmiento et al. (2009)
utilizaron un muestreo al azar con una prevalencia esperada del 50% para toxocariosis y
analizaron 150 muestras de heces de caninos ambulantes sin importar si tenían dueño o
no. En el Barrio el Codito en Bogotá Chaves (2012) realizó mediante un muestreo
aleatorio con prevalecía esperada de 30%, 95 muestras de materia fecal recién
depositada de caninos pertenecientes a los niños del instituto de Educación Distrital
Friedrich Naumann Sede B; de igual manera, Lizarazo (2013) ejecutó un estudio
observacional donde involucro el barrio El Codito y otras subpoblaciones caninas de la
ciudad, mediante un muestreo a conveniencia con una prevalencia esperada del 10%,
examinó 152 muestras recién defecadas. En el centro de Zoonosis de Bogotá, Solarte et
al. (2013) a través de un estudio descriptivo, recolectaron y examinaron 70 muestras
fecales del suelo de las jaulas, de perros provenientes de operativos sanitarios de 11
diferentes localidades, en las que no está incluida Teusaquillo. Siendo los anteriores, los
únicos estudios disponibles en el país, no existen investigaciones acerca de frecuencias
de positividad de huevos de nematodos del perro en el parque Central Simón Bolívar en
Colombia, el cual actualmente se considera el parque urbano más extenso y la central de
recreación y deporte más importante de la ciudad de Bogotá, ni tampoco se encuentran
reportes en la localidad de Teusaquillo, a pesar de ser la localidad con la mayor cantidad
de metros cuadrados de áreas verdes por habitante. El hallazgo de muestras fecales
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caninas contaminadas con huevos de nematodos gastrointestinales, que fueron
abandonadas, por tanto el origen del huésped definitivo es desconocido e imposible de
rastrear (Himsworth et al., 2010), y en superficies por tiempo indefinido no ha sido antes
reportado en Colombia, debido a que la mayoría de los estudios toman las muestras
directamente del recto o frescas recién depositadas. Con respecto a la duración del
tiempo de estudio, es importante tener en cuenta que este estudio es de corte transversal
y según Sager et al., 2006 (citado en Barutzki & Schaper, 2011) han demostrado que la
prevalencia parasitaria suele ser mucho mayor en los perros examinados en estudios
longitudinales en comparación con los estudios de corte transversal.
El Parque Central Simón Bolívar de Bogotá fue el escenario escogido para llevar a cabo el
trabajo de campo de esta investigación, se tuvieron en cuenta varios criterios al momento
de su elección; el primero, se basó en el hecho de que este es el parque urbano más
grande e importante de la ciudad; el segundo, consistió en la accesibilidad libre a la
comunidad local y de localidades adyacentes; el tercero, permitió el ingreso de mascotas,
como también a perros en situación de abandono; el cuarto, se debía a la presencia
dentro del parque de extensas áreas verdes con cobertura de pasto, suelos de tierra,
areneros y zonas de juegos infantiles, lugares donde los visitantes tienen una mayor
probabilidad de entrar en contacto directo con heces de perros y suelos; y finalmente,
presentó continua y alta afluencia de población infantil.
De las 150 muestras de materia fecal canina examinadas bajo un método de flotación
simple cualitativo con solución salina saturada, el 14% resultaron positivas a la
eliminación de huevos de nematodos gastrointestinales; resultados, que son un indicador
indirecto del grado de contaminación con endoparásitos en la población canina asistente
(habitantes y/o visitantes) del parque central Simón Bolívar de Bogotá, durante el trabajo
de campo de este estudio. Al ser dichos datos comparados con estudios realizados en
otras ciudades de Suramérica y otras latitudes en los cuales emplearon la misma técnica
de laboratorio. En Brasil, estudios han confirmado la presencia de nematodos en el 13,3%
hasta el 86% de la población canina en el estado de Sao Paulo (De Castro et al., 2005),
Rondonia (Labruna et al., 2006) y Rio Grande del sur (Scaini et al., 2003; Lorenzini et al.,
2007). En Bolivia, las muestras positivas a nematodos se hallaron en el 38,14% y el 87%
de perros estudiados en Santa Cruz de La Sierra (Loza et al., 2006) y La Paz (Llanos et
al., 2010) respectivamente. En provincias de Argentina tales como Corrientes (Marder et
al., 2002; Milano & Oscherov, 2005), Buenos Aires (Andresiuk et al., 2004; Andresiuk,
Sardella & Denegri, 2007), Chaco Salteño (Taranto et al., 2000), La Patagonia (Zunino et
al., 2000; Sánchez et al., 2003; Soriano et al., 2010) y en la ciudad de Buenos aires
(Rubel & Wisnibesky, 2010) se han reportado frecuencias de ocurrencia de nematodos
que oscilan entre 22,68% hasta 59,8%. En Venezuela, Tortolero et al. (2008) encontraron
en la Ciudad de La Vela, al 63,92% de perros infectados. Las frecuencias de positividad
de nematodos en territorio colombiano oscilan entre 8% hasta 39,03% (Caraballo et al.,
2007; Posada, 2013; Lizarazo, 2013). En Europa, en diferentes ciudades del sureste de
Inglaterra (Jacobs & Pro, 1976), Varsovia, Polonia (Borecka, 2005), Nápoles, Italia
(Rinaldi et al., 2006), en Córdoba, España (Martínez et al., 2007), en varias ciudades de

Alemania (Barutzki & Schaper, 2011) y en Bucarest, Rumania (Amfim et al., 2011) se ha
demostrado la situación epidemiológica de nematodiosis intestinal en perros, con
frecuencias de ocurrencia que oscilan entre 5,9% hasta 67,4%. En Etiopia, África también
se ha demostrado la presencia de nematodos en el 14,71% y el 76,27% de las muestras
fecales de perros en Gondar (Awoke et al., 2011) y Bahir Dar (Abere et al., 2013)
respectivamente. En las ciudades de las islas de Samoa, Carlslake (2013) mostró una
prevalencia de 93,1% de las muestras fecales caninas. Los porcentajes de positividad
encontrados en este estudio confrontados con los resultados de las diferentes ciudades
suramericanas son menores al igual que con respecto a los datos presentados en otras
latitudes mundiales, en las diferentes ciudades de Europa y África. Similares porcentajes
de positividad a huevos de nematodos se han reportado en diferentes ciudades de Italia y
en Gondar, Etiopia. Sin embargo, para la situación epidemiológica colombiana, este
estudio se encuentra dentro de los rangos reportados.
Los anquilostomidos fueron los nematodos con mayor frecuencia de ocurrencia (10,67%)
y distribución (100% de las zonas) en este estudio. Los resultados para los huevos de
nematodos capaces de infectar al perro pertenecientes a la familia Ancylostomatidae se
reportaron como anquilostomidos en general, debido a que este estudio no realizo
diferenciación entre especies bajo la medición del tamaño de los huevos hallados en las
muestras positivas. Al igual que este estudio en Brasil, Argentina, Italia y Polonia, han
recolectado muestras de materia fecal de los suelos de espacios públicos urbanos. En el
estado de Rio Grande del Sur (Scaini et al., 2003) y Sao Paulo (De Castro et al., 2005;
Coelho et al., 2011) en Brasil, los porcentajes de positividad se han mantenido como los
más elevados a nivel de Suramérica, pues estos oscilan entre 45,9% y 87,7%. En las
diferentes provincias de Argentina (Zunino et al., 2000, Marder et al., 2002; Sánchez et al.,
2003; Andresiuk et al., 2004; Milano & Oscherov, 2005; Andresiuk et al., 2007; Rubel &
Wisniveski, 2010) han reportado frecuencias de positividad del 0,8% hasta el 86% para
anquilostomidos; este amplio rango entre porcentajes es explicado por los diferentes
autores como resultado de las fluctuaciones climáticas de los países, demostrando los
incrementos de estas frecuencias de ocurrencia del invierno al otoño, así registrando la
aparición de estos géneros en estaciones de mayor registro térmico. En Nápoles, Italia la
positividad para dicho parásito fue del 2,5% (Rinaldi et al., 2006) y en Varsovia, Polonia se
registraron positivas al 70,6% de las muestras fecales caninas. En Colombia, este estudio
es el único en recolectar muestras de materia fecal abandonadas en espacios públicos
urbanos como en el parque público más importante de la ciudad de Bogotá y del país.
Otros estudios en Antioquia (Caraballo et al., 2007; Posada, 2013) y Bogotá (Lizarazo,
2013) han diagnosticado anquilostomidos mediante esta misma técnica parasitológica de
flotación y otras metodologías de recolección de muestras donde se conocía la
procedencia de los perros y se obtenían muestras directamente del recto o recolectadas
inmediatamente después de la evacuación, con frecuencias de ocurrencia de 4% al
30,48% de positividad, siendo los presentes resultados similares y dentro del rango de
infección en perros en el país. Los resultados de este estudio para anquilostomidos han
demostrado que son mayores que los de Nápoles, Italia y menores con respecto a
Varsovia, Polonia y otros países de Suramérica como Brasil y Argentina. El incremento de
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las temperaturas locales debido al calentamiento global han mostrado una marcada
aparición de las anquilostomiosis, pues si bien Ancylostoma spp es endémico de regiones
tropicales y subtropicales (Plascencia et al., 2013) han comenzado a incrementarse en
regiones templadas y frías (Coma, Valero & Margues, 2008; Traub et al., 2014;
Sivanarayan, Vysakh, Muhasin, Susanth & Renjith, 2014).
La identificación apropiada que permite la diferenciación entre géneros y especies de los
huevos de anquilostomidos se basa en que estos sean medidos y cotejados con los
tamaños de otros huevos de la misma subfamilia (Bowman, 2014). Dentro de los estudios
que han demostrado la presencia de anquilostomidos en las diferentes muestras fecales
caninas en el mundo, algunos autores (Rinaldi et al., 2006; Andresiuk et al., 2007; Coelho
et al., 2011) reportaron dichos parásitos por géneros (Ancylostoma Spp. y/o Uncinaria) o
especie (A. caninum, A. braziliense y/o U. stenocephala) pero en la metodología no
describen detalladamente la forma en la que identificaron estos géneros y especies,
simplemente afirman que dicha identificación se realizó en base a las características
morfológicas de los huevos.
En segundo lugar, el nematodo con mayor frecuencia de ocurrencia fue T. canis con
2,67%, con distribución en la ZONA 1, 2 y 4. La frecuencia de ocurrencia de T. canis en
muestras de materia fecal de perros recolectadas de áreas urbanas públicas en Brasil
(Scaini et al., 2003; De Castro et al., 2005; Labruna et al., 2006) y Argentina (Taranto et
al., 2000; Zunino et al., 2000; Marder et al, 2002; Sánchez, 2003; Andresiuk et al., 2004;
Milano, 2005; Andresiuk et al., 2007; Soriano et al., 2010; Rubel & Wisnivesky, 2010)
dieron como resultado un intervalo entre 1,3% y 18,9%. En Pichincha, Ecuador Ruiz
(2012) halló 7,5% y en Santa Cruz de La Sierra en Bolivia, Loza et al., (2006) reportaron
33,21% de positividad a T. canis. En países europeos como Polonia (Borecka, 2005) e
Italia (Rinaldi et al., 2006) se registró la presencia de dicho parásito en el 0,3% y 0,7% de
la población canina respectivamente. La Frecuencia de positividad para T. canis en
estudios colombianos muestran datos que oscilan entre 4% hasta 41,3% (Caraballo et al.,
2007; Posada, 2013; Lizarazo, 2013). Los resultados del presente estudio son mayores a
los presentados en Polonia e Italia y aunque coinciden con el intervalo de Brasil,
Argentina y Colombia, ocupan el rango menor. Las toxocariosis en perros suelen ser más
comunes en cachorros, debido a que hace parte de su ciclo de vida, la transmisión
placentaria y mamaria de las formas juveniles del parásito (Despommier, 2003); debido al
tipo de recolección de las muestras en este estudio, no fue posible determinar la edad de
los perros, por tanto se sospecha que esta carga parasitaria está siendo subestimada al
promedio, por no tratarse exclusivamente de cachorros. Lizarazo (2013) encontró mayor
frecuencia de T. canis en cachorros menores a 3 meses, a pesar de que en dicho estudio
no presentó diferencias estadísticamente significativas.
Las condiciones ambientales del parque central Simón Bolívar de Bogotá incluyen una
temperatura media de 14°C, un mínimo de 1000 mm de lluvia por mes y una humedad
relativa del 72%. Los huevos de T. canis poseen una gruesa cubierta externa acelular que
los mantienen viables e infectivos ante las variaciones extremas de temperatura y grados

de humedad por largos periodos de tiempo, de meses a inclusive años en el suelo
(Despommier, 2003). La embrionación de dichos huevos es estacional en climas
templados y durante todo el año en las zonas tropicales. En condiciones de temperatura
media entre 10- 30°C, un mínimo de 50 mm de lluvia por mes y una humedad relativa del
60% al 70%, dichos huevos han mostrado desarrollo de la fase externa hasta en 2 a 6
semanas (Macpherson, 2013). Aunque el parque central Simón Bolívar de Bogotá cumple
con algunas de las características ambientales requeridas por este nematodo para el
desarrollo de sus formas infectantes; en este estudio no se evaluó la viabilidad de los
huevos encontrados. No existen estudios en Colombia que reporten porcentajes de
viabilidad de los huevos de T. canis depositados en las materias fecales caninas. Si el
hombre de forma accidental ingiere los huevos embrionados de T. canis que contaminan
el suelo, las larvas son liberadas y atraviesan la mucosa intestinal migrando a través de la
circulación a diferentes órganos, dejando a su paso hemorragias, necrosis e inflamación,
condición conocida como síndrome de Larva migrans visceral y si dichas larvas afectan
funcionalidad visual, se le conoce como Larva migrans ocular (Desplazes, Van Kapen,
Shweiger & Overgaauw, 2011).
En el presente estudio se observó la presencia de un solo huevo de T. leonina en una
muestra positiva (0,67%) de la ZONA 3. Estudios aislados han demostrado la frecuencia
de ocurrencia de T. leonina en algunos lugares alrededor del mundo; en Azerbaiyán, Irán
Khayatnouri & Garedaghi (2012) reportaron en el 21,66% de una población canina la
infección con T. leonina y 15,18% en Varsovia, Polonia (Borecka, 2005). En Argentina
(Soriano et al., 2010), Brasil (Scaini et al., 2003) y Bolivia (Loza et al., 2006) las
frecuencias de ocurrencia oscilaron entre 0,4 y 0,6%. En los reportes colombianos,
Caraballo et al. (2007) y Lizarazo (2013) encontraron porcentajes de positividad que
oscilan entre 0% hasta 8%. Los resultados de esta investigación coinciden con los
estudios en Argentina, Brasil, Bolivia y Colombia, pero son menores con respecto a los
datos presentados en Irán y Polonia. Se identificó microscópicamente un huevo de T.
leonina en este estudio, al presentar diferencias morfológicas en la cascara y distribucón
del contenido con respecto a T. canis, observándose una cubierta gruesa y lisa, con
contenido de color marrón, no segmentado y que deja espacios entre ambos extremos
(Kim & Huh, 2005). Se cree que esta especie es menos difusa que Toxocara Spp. debido
a que la transmisión vía placentaria y mamaria no ocurre, así los perros solo se pueden
infectar al ingerir huevos larvados del ambiente y larvas tisulares de hospederos
paraténicos (Traversa, 2012).
En los resultados obtenidos en este trabajo no se encontró la presencia de T. vulpis en
ninguna de las muestras de heces caninas examinadas. Sin embargo, varios estudios en
Suramérica han reportado la presencia los huevos de este parásito utilizando la técnica de
flotación simple cualitativa en una solución de cloruro de sodio. En Argentina, diferentes
autores en las provincias de Buenos Aires (Andresiuk et al., 2004; Rubel & Wisnivesky,
2010; Andresiuk et al., 2007), Chaco Salteño (Taranto et al., 2000) y Corrientes (Milano &
Oscherov, 2005) han encontrado frecuencias entre 2,59% hasta 46,67%. Mientras, en el
estado de Rondonia (Labruna et al., 2006) y Rio Grande del Sur (Scaini et al., 2003) de
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Brasil se ha demostrado la presencia de huevos de T. vulpis en el 9,5% y el 32,5% de la
población canina respectiva; y en Santa Cruz de la Sierra, Bolivia el 1,7% fue positivo a
dicho parásito (Loza et al., 2006). El diagnóstico de T. vulpis fue limitado en esta
investigación, pues la técnica de flotación coproparasitoscópica elegida por el
investigador, requiere de esperar 15 minutos antes de la lectura diagnostica de la lámina
cubreobjetos y en ese tiempo es posible que se pierda la GE que necesita dicho parásito.
La solución de flotación en Sulfato de Zinc posee una GE de 1,3 lo suficientemente
pesada para permitir la flotación de T. vulpis (Dryden et al., 2005) por ellos se debe
contemplar la posibilidad de realizar más de un método coproparasitoscópico para
mejorar la confiabilidad de los resultados.
Durante la identificación de los huevos en este estudio, se encontró una muestra que
presentaba un huevo larvado de difícil diferenciación entre Ancylostomatidae o S.
stercoralis, debido a que las características morfológicas entre ambos huevos son muy
similares. La muestra se consignó en los resultados como positiva para huevos de
anquilostomidos; debido a en el hallazgo S. stercoralis en perros se basa en la búsqueda
de las larvas rabditiformes en materia fecal fresca mediante frotis fecal directo o técnica
de Baermann (Ferreira et al., 2006; Bowman, 2014).
El trabajo de campo de este estudio dentro del parque Central Simón Bolívar contemplo
en total 78,7 ha para la recolección de las 150 muestras fecales caninas abandonadas,
con el fin de llevar a cabo un muestreo homogéneo y organizado que permitiera recolectar
las unidades de medida de manera equitativa en el área total del parque, para ello se
dividió el área total en 5 zonas delimitadas por 5 rutas de senderos; cada zona contaba
con un promedio de 15,7 ha, en las cuales se recolectaron 30 muestras fecales caninas.
Estrategia que ha sido utilizada en la metodología de otros autores para asegurar la
recolección uniforme y representativa de las materias fecales dentro de una extensa área
específica. En un estudio realizado por Araújo et al. (1999) en Mato Grosso del Sur, Brasil
donde dividieron la ciudad de Campo Grande en 5 zonas. En Cochabamba, Bolivia
Dunois (2010) delimitó la ciudad en 3 distritos (Norte, Centro y Sur) y Loza et al., (2006)
en 5 distritos a Santa Cruz de La Sierra. En México, Salazar (2005) segmentó la ciudad
de Misantla en 8 zonas. De igual manera, Milano & Oscherov (2005) fraccionó la ciudad
de corrientes en 9 zonas. Debido a la gran extensión de Nápoles, Italia Rinaldi et al.
(2006) la demarcaron en 143 sub-áreas y Artiles, Ruiz, Rodríguez & Hernández (2008)
sintetizó la ciudad de Santa clara en 8 recorridos. En Colombia, Sarmiento et al. (2009)
dividió en 5 puntos cardinales la ciudad de Sogamoso, Boyacá y cada punto cardinal se
dividió en tercios, tomando 10 muestras de cada tercio. A pesar, de que esta estrategia
de distribución de áreas ha sido usada en los diferentes estudios en materia fecal para
gestionar la recolección de estas en ciudades completas, resultó ser muy útil y práctica
para efectos de este estudio, ya que permitió establecer e identificar cada una de las
zonas y rastrear cada hectárea habilitada del parque. En comparación con los estudios
anteriormente descritos, este estudio utilizó adicionalmente una función poligonal (Google
Earth Pro), herramienta nunca antes reportada en este contexto; la cual permitió diseñar,

medir, identificar y delimitar con exactitud cada una de las zonas y los puntos de riesgo
(areneros y áreas de juegos infantiles).
El 100% de las zonas presentaron al menos una muestra positiva a huevos de
nematodos. A pesar, que no existen diferencias estadísticamente significativas, ni
interacciones entre estas dos variables; se observó mayor número de muestras positivas
a huevos de anquilostomidos en la ZONA 2, la cual se caracteriza por disponer del 85%
(3.627 m2) del área total dentro del parque en areneros (GRAN ARENERO 2) en tan solo
15,6 ha. Diferentes autores resaltan la importancia de la presencia de huevos de
anquilostomidos en superficies arenosas y húmedas, ya que en condiciones favorables
las larvas rabditiformes eclosionan de los huevos al día siguiente de su excreción y tardan
hasta una semana en desarrollarse en larvas filariformes o infectantes, que
posteriormente benefician la infección de un segundo hospedador definitivo para así
completar su ciclo de vida; o pueden entrar en contacto con la piel de manos y pies
descalzos de personas (hospedador accidental), penetrarla y llegar hasta la epidermis
generando lesiones serpentiginosas características de Larva Migrans Cutánea (Castro et
al., 2009; Plascencia et al., 2013). De lo contrario, si estos nematodos no tienen un
ambiente cálido y húmedo propicio, pueden permanecer en estado de latencia hasta que
la temperatura realice una oscilación y se eleve para así culminar su ciclo completo
(Despommier, 2003).
El 94% (141/150) de las heces abandonadas y recolectadas en este estudio fueron
obtenidas de suelo permeable (pasto, arena, tierra y gravilla) y el 6% (9/150) de suelo
impermeable (pavimento, madera y ladrillo). La frecuencia de positividad parasitaria y el
tipo de superficie no mostraron diferencias estadísticamente significativas. Esta variable
en un estudio al azar no es viable debido a que las muestras fecales caninas se
recolectaron a medida que iban siendo halladas en el suelo, sin buscar simetría en el
número entre muestras ubicadas en áreas permeables y no permeables estrictamente. La
mayoría de las muestras estaban ubicadas en las áreas adyacentes a los senderos;
según Rubel & Wisnivesky (2010) estos hallazgos pueden darse cuando los propietarios
realizan caminatas junto a sus mascotas por los senderos de pavimento y estas buscan
superficies permeables para realizar sus deposiciones; debido a la restricción de
movimiento impuesto por el dueño a través de las correa, el animal termina defecando en
las áreas inmediatamente aledañas al sendero, así se corrobora una vez más el
planteamiento hecho por Zunino et al. (2000) Sobre la preferencia que tienen los perros
por defecar sobre dicha superficies permeables, las cuales ofrecen el ambiente propicio
para el desarrollo de los geohelmintos; según esta afirmación y los resultados obtenidos
en este estudio, sería interesante realizar estudios enfocados a evaluar la viabilidad de
huevos de nematodos en las diferentes tipos de superficies como indicador indirecto de
contaminación ambiental en el parque Central Simón Bolívar de Bogotá y otras ciudades.
De las 150 muestras fecales caninas recolectadas del suelo, 8,6% (13/150) muestras eran
de consistencia liquida, 87,4% (131/150) eran de consistencia pastosa y 4% (6/150) eran
secas. La gran mayoría de muestras fue de consistencia pastosa. En este estudio se
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encontraron muy pocas muestras de consistencia liquida o seca. No hubo diferencias
significativas en la estadística inferencial entre estas dos variables. Se observaron que 14
de las 21 muestras positivas para anquilostomidos eran de consistencia pastosa, y
tampoco se encontró diferencias estadísticamente significativas para estas dos variables.
El 6,25% (1/16) de las muestras de materia fecal liquida fue positiva a los
anquilostomidos; Según Sixtos (2012) los hallazgos de muestras fecales diarreicas de
caninos con alta carga parasitaria y presentación clínica crónica, pueden contener pocos
estadios parasitarios, debido a un efecto de dilución por un mayor contenido de agua en
las heces. Los huevos de anquilostomidos en condiciones favorables de temperatura y
oxigeno tardan alrededor de 24 horas para que las larvas rabditiformes eclosionen del
cascarón, la presencia de una muestra seca con huevos de anquilostomidos, genera
inquietudes por parte del investigador acerca de las condiciones ambientales y la
viabilidad de huevos. El 100% de las muestras positivas a T. canis y T. leonina eran de
consistencia pastosa y no existió interacciones estadísticamente significativas entre estas
variables. En los caninos hospedadores definitivos de T. canis pueden no presentar
cambios en la consistencia de la materia fecal, pero ser igualmente diseminadores de
cargas parasitarias al medio ambiente (Radman, Archelli, Burgos, Fonrouge & Guardis,
2006)

CONCLUSIONES

Este es el primer estudio en evaluar la frecuencia de ocurrencia de nematodos
gastrointestinales del perro en el parque Central Simón Bolívar de Bogotá.
Los porcentajes de frecuencia de ocurrencia de nematodos en este estudio fueron muy
bajos. Se identificó la principalmente la presencia de huevos de anquilostomidos y T.
canis. No se encontró T. vulpis.
Este estudio también describe la presencia de huevos de T. leonina en Colombia y se
encuentra dentro del rango de ocurrencia del nematodo en el país.
Este es el primer estudio en Colombia en reportar presencia de nematodos en muestras
de materia fecal abandonada por tiempo indefinido en suelos de un parque.
La ZONA 2 presento el mayor porcentaje de positividad de huevos de nematodos
gastrointestinales del perro.
La frecuencia de positividad de muestras es menor al 20% y no difirió en las proporciones
entre las zonas de estudio.
No existen diferencias estadísticamente significativas, ni interacciones entre las variables
frecuencia de positividad a nematodos y tipo de superficie del lugar de recolección de
muestras.
No existen diferencias estadísticamente significativas, ni interacciones entre las variables
frecuencia de positividad a nematodos y consistencia de las muestras fecales caninas.
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RECOMENDACIONES

Es necesario que en Colombia los estudios parasitológicos con énfasis en nematodos
profundicen acerca de la viabilidad de los huevos y larvas encontradas en las muestras
positivas.
Se deben realizar investigaciones enfocadas a la detección de enteroparásitos en los
suelos de áreas públicas urbanas.
Para el correcto diagnóstico de huevos de anquilostomidos, se deberían diferenciar las
especies a partir de la comparación biométrica de los mismos.
Para la identificación microscópica de los huevos T. vulpis se debe implementar más de
un método coproparasitoscópico, que permita la adecuada flotación de los huevos y
confiabilidad de los resultados.
Los huevos de S. stercoralis pueden ser confundidos morfológicamente con los huevos de
anquilostomidos, se debe tener en cuenta al momento del diagnóstico coproparasitológico
el hallazgo de las larvas de S. stercoralis del primer estadio en heces frescas.
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